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I  Zusammenfassung 
 
Tetrahydrofolat (H4F) spielt als Überträger von C1-Einheiten im Baustoffwechsel von 
allen Bacteria und Eucarya und von einigen Archaea eine wichtige Rolle in der Synthese von 
C1-Einheiten enthaltenden Verbindungen wie Purine, Thymidin und Methionin. Im 
Baustoffwechsel von methanogenen Archaea, die alle kein H4F enthalten sollen, wird H4F 
durch Tetrahydromethanopterin (H4MPT) ersetzt, das ein strukturelles Analogon von H4F ist, 
und das als C1-Überträger essentiell an der Methanbildung aus CO2 oder Acetat beteiligt ist. 
Nur im Baustoffwechsel von Archaea der Ordnung Methanosarcinales scheint H4MPT nicht 
an der Synthese von Purinen, Thymidin und Methionin beteiligt zu sein, was aus 
13C-Markierungsexperimenten hervorgeht und die Frage aufwirft, ob diese Organismen neben 
H4MPT nicht doch noch zusätzlich H4F besitzen. Diese Frage zu beantworten, war das Ziel 
der vorliegenden Arbeit. Die Versuche wurden mit dem Organismus Methanosarcina barkeri 
durchgeführt, der Tetrahydrosarcinapterin (H4SPT) an Stelle von H4MPT enthält. H4SPT wird 
aus H4MPT durch Anfügen eines Glutamatrestes synthetisiert, der ohne Einfluss auf die 
Aktivität von diesem Coenzym ist. 
 
Im Genom von Methanosarcina barkeri, M. acetivorans, M. thermophila und 
M. mazei wurden Gene gefunden, die für folgende H4F-spezifische Enzyme kodieren 
könnten: Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA), Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-
H4F-Cyclohydrolase (FolD), Methylen-H4F-Reduktase (MetF), Phosphoribosylglycinamid-
Formyltransferase (PurN) und Phosphoribosylaminoimidazolcarboxamid-Formyltransferase 
(PurH). Diese Gene wurden mit Ausnahme von glyA in den Genomen von 
Methanothermobacter thermoautotrophicus, Methanococcus jannaschii, Methanococcus 
maripaludis und Methanopyrus kandleri nicht gefunden. Es gelang, zwei dieser Gene aus 
M. barkeri, folD und glyA, heterolog in E. coli ohne Bildung von „Inclusion Bodies“ zu 
exprimieren. Die rekombinanten aktiven Enzyme wurden charakterisiert und polyklonale 
Antikörper zum Nachweis der Proteine in M. barkeri produziert. 
 
Das Gen folD kodierte für eine bifunktionelle Methylen-H4F-
Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase, die sowohl die Oxidation von Methylen-H4F 
mit NAD+ zu Methenyl-H4F+ und NADH als auch die Hydrolyse von Methenyl-H4F+ zu 
N10-Formyl-H4F katalysiert. Beide Aktivitäten waren strikt H4F-spezifisch. Das Gen glyA 
kodierte für Serin-Hydroxymethyltransferase, die in Gegenwart von H4F die Spaltung von 
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L-Serin zu Glycin unter Bildung von Methylen-H4F katalysierte. H4F war in der Reaktion 
durch H4MPT ersetzbar, wobei die Aktivität allerdings weniger als 1% gegenüber der 
Aktivität mit H4F betrug. Die apparenten Km-Werte für Methylen-H4F (FolD) und (6S)-H4F 
(GlyA) lagen unter 5 µM. Die Genprodukte von folD und glyA konnten in Zellextrakten von 
M. barkeri mittels Western-Blot-Analysen und Aktivitätsmessungen nachgewiesen werden. 
 
Ein Hinweis für das Vorkommen von H4F in M. barkeri wurde indirekt durch 
Wachstumsversuche erhalten: Es wurde gefunden, dass das Wachstum des Archaeons von 
Folsäure (200 nM) oder p-Aminobenzoesäure (20 nM) im Medium abhängig ist und durch 
Sulfanilamid (2 mM) gehemmt wird. Unter p-Aminobenzoesäure-limitierenden 
Wachstumsbedingungen waren ca. 2 nmol p-Aminobenzoesäure für die Bildung von 1 g 
Zellen (Feuchtmasse) nötig, woraus sich eine intrazelluläre H4F-Konzentration von 5 µM 
abschätzen ließ unter der Annahme, dass p-Aminobenzoesäure ausschließlich für die 
Biosynthese von H4F verwendet wurde. 
 
Die intrazelluläre H4SPT-Konzentration von M. barkeri wurde zu 3 mM bestimmt und 
es wurde gefunden, dass sie unabhängig von der p-Aminobenzoesäure-Konzentration im 
Wachstumsmedium war. Die Daten deuten darauf hin, dass M. barkeri bei Wachstum unter 
p-Aminobenzoesäure-limitierenden Bedingungen freie p-Aminobenzoesäure nicht für die 
H4SPT-Synthese verwenden kann, was bestehender Literatur widerspricht. Dies wurde 
unabhängig durch Versuche bestätigt, bei denen die Aufnahme von [Carboxyl-14C]-
p-Aminobenzoesäure in die Zellen verfolgt wurde. Unter den experimentellen Bedingungen 
wurden maximal 0,4% des H4SPT aus der vom Medium aufgenommenen 
p-Aminobenzoesäure synthetisiert, was über den Radioaktivitätsverlust durch 
Decarboxylierung während des Einbaus von p-Aminobenzoesäure in H4SPT ermittelt wurde. 
 
Darüber hinaus wurden Versuche zur Substratspezifität der Serin-
Hydroxymethyltransferase von Methanococcus jannaschii durchgeführt, die zeigten, dass 
dieses Enzym H4MPT-spezifisch ist. Die Publikation zu diesen Ergebnissen befindet sich im 
Anhang. 
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II  Einleitung 
 
Tetrahydrofolat (H4F) und Tetrahydromethanopterin (H4MPT) bzw. 
Tetrahydrosarcinapterin (H4SPT) sind analoge Coenzyme, die im Stoffwechsel als 
Trägermolekül von C1-Einheiten auf den verschiedenen ineinander umwandelbaren 
Oxidationsstufen Formiat, Formaldehyd und Methanol dienen (Gorris & van der Drift, 1994; 
White, 1991; Maden, 2000) (Abb. 1). Sowohl H4F als auch H4MPT ist aus einem reduzierten 
Pterinring aufgebaut, der über eine Methylengruppe an ein Arylamin gebunden ist. An diese 
Kernstruktur ist eine Seitenkette gekoppelt, die im Falle von H4F aus einem oder mehreren 
Glutamatresten gebildet wird und im Falle von H4MPT aus einem Ribitol, einem Ribose-5-
Phosphat und einem Hydroxyglutarat besteht. In H4SPT ist die Seitenkette zusätzlich mit 
einem terminalem Glutamatrest verbunden (van Beelen et al., 1984; Li et al., 2003). Wie in 
Abb. 1 dargestellt bindet die C1-Einheit an N5 (N5-Formyl, N5-Methyl), an N10 (N10-Formyl) 
oder an N5 und N10 (N5,N10-Methenyl, N5,N10-Methylen) des C1-Carriers und kann 
enzymatisch in die unterschiedlichen Oxidationsstufen überführt werden. 
 
Abbildung 1: Strukturen von Tetrahydrofolat (H4F) und Tetrahydromethanopterin (H4MPT)/ 
Tetrahydrosarcinapterin (H4SPT) sowie ihren C1-Derivaten. H4F kann zusätzlich bis zu 8 Glutamatreste 
tragen (Cossins, 1984), die über die γ-Carboxylgruppe des Glutamatrestes mit dem Coenzym peptidartig 
verbunden sind. Das in Methanosarcinales gefundene H4SPT unterscheidet sich von H4MPT durch eine 
terminale Glutamatgruppe (dargestellt in blau) am α-Hydroxyglutarat. Dargestellt in rot sind die Stickstoffatome, 
die an der Bindung von C1-Einheiten beteiligt sind. 
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Der funktionell wichtigste strukturelle Unterschied zwischen H4F und H4MPT/H4SPT 
ist, dass H4F über den aromatischen Ring eine elektronenziehende Carbonylgruppe in 
Konjugation zu N10 aufweist, während H4MPT eine elektronenschiebende Methylengruppe in 
korrespondierender Position trägt. So wird N10 von H4F mit einem pKa von –1.2 und von 
H4MPT/H4SPT mit einem pKa von + 2.4 protoniert (Kallen & Jencks, 1966; Thauer et al., 
1996). Darüber hinaus üben die beiden Methylgruppen des Pyrazinrings von H4MPT/H4SPT 
einen zusätzlichen entropischen Effekt aus (Maden, 2000). Die strukturellen Unterschiede 
haben zur Konsequenz, dass sich die Hydrolyse- und Redoxpotentiale der an H4F- bzw. 
H4MPT-gebundenen C1-Einheiten unterscheiden. So ist N10-Formyl-H4F mit einem 
Hydrolysepotential von –22 kJ/mol „energiereich“, während N10-Formyl-H4MPT mit einem 
Hydrolysepotential von -5 kJ/mol dies nicht ist. Die Hydrolyse von N5,N10-Methenyl-H4F+ zu 
N10-Formyl-H4F ist mit -6 kJ/mol exergon und die von N5,N10-Methenyl-H4MPT+ zu 
N5-Formyl-H4MPT mit +6 kJ/mol endergon. Darüber hinaus ist das Redoxpotential von 
N5,N10-Methenyl-H4F+/N5,N10-Methylen-H4F-Paares ist mit Eo´ = –310 mV deutlich positiver 
als das des korrespondierenden H4MPT-Paares mit Eo´ = –390 mV (Thauer et al., 1996; 
Maden, 2000). Das gilt auch für das Redoxpotential des N5,N10-Methylen-H4F/N5-Methyl-
H4F-Paares (-210 mV), das um 100 mV positiver ist als das des N5,N10-Methylen-H4MPT/ 
N5-Methyl-H4MPT-Paares (-310 mV). Aufgrund dieser Unterschiede ist ein Teil der 
unterschiedlichen physiologischen Rollen verständlich, die H4F und H4MPT/H4SPT in 
verschiedenen Organismen übernehmen. 
H4F wird in allen Eucarya, Bacteria und in Euryarchaeota der Ordnung 
Halobacteriales und in den Crenarchaeota der Gattungen Pyrodictium und Thermoproteus 
gefunden (Worrell & Nagle, 1988; White, 1991). In den meisten dieser Organismen wird H4F 
ausgehend von Serin mit einer Formaldehydeinheit beladen, wobei neben Glycin 
N5,N10-Methylen-H4F entsteht, das direkt zur Synthese von Thymidylat und α-Ketopantoat 
verwendet wird (Abb. 2, Reaktionen 5, 8 und 9). Die Reduktion von N5,N10-Methylen-H4F 
führt über N5-Methyl-H4F zu Methionin (Abb. 2, Reaktionen 4 und 7) und die Oxidation über 
N10-Formyl-H4F zu den Purinen (Abb. 2, Reaktionen 3, 2, 11 und 12) und fMet-tRNA (nur in 
Bacteria) (Abb. 2, Reaktionen 3, 2 und 10). In diesen Organismen hat H4F ausschließlich eine 
anabole Funktion (Matthews, 1996). In einigen Bakterien, zu denen die acetogenen und die 
autotrophen Bakterien mit Wood-Ljungdahl-Weg gehören, dient CO2 als Vorläufer der 
C1-Einheiten. Nach Reduktion zu Formiat wird dieses in einer ATP-abhängigen Reaktion auf 
H4F unter Bildung von N10-Formyl-H4F übertragen (Abb. 2, Reaktionen 13 und 1). In diesen 
Bakterien wird N5-Methyl-H4F nicht nur für die Biosynthese von Methionin, sondern auch für 
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die Synthese von Acetyl-CoA verwendet (Abb. 2, Reaktion 6), das über Acetyl-Phosphat in 
Acetat umgewandelt wird und/oder nach reduktiver Carboxylierung zu Pyruvat für 
Biosynthesen Verwendung findet (Ljungdahl, 1994). Bei Wachstum von acetogenen 
Bakterien auf Methanol entsteht im ersten Schritt des Stoffwechsels N5-Methyl-H4F (Abb. 2, 
Reaktion 14), dessen Methylgruppe zum einen in Acetyl-CoA eingebaut wird und zum 
anderen über N5,N10-Methylen-H4F, N5,N10-Methenyl-H4F+, N10-Formyl-H4F und Formiat zu 
CO2 oxidiert wird (Abb. 2, Reaktionen 4, 3, 2, 1 und 13). Bei Wachstum von methylotrophen 
Bakterien auf Methan oder Methanol werden diese C1-Einheiten zuerst zu Formaldehyd 
oxidiert, das dann in einer spontanen Reaktion mit H4F zu N5,N10-Methylen-H4F reagiert 
(Vorholt, 2002). In diesen Bakterien wird Serin aus N5,N10-Methylen-H4F und Glycin 























































Abbildung 2: H4F-abhängige Reaktionen im C1-Stoffwechsel von Bacteria, Eucarya und einigen Archaea.
Reaktionen  6  , 14  und  9  kommen nur in einigen Bacteria vor.  1  Formyl-H4F-Synthetase (Fhs);  2  Methenyl-
H4F-Cyclohydrolase (Fch oder FolD);  3  Methylen-H4F-Dehydrogenase (FolD);  4  Methylen-H4F-Reduktase
(MetF);  5  Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA);  6  Acetyl-CoA-Synthase;  7  Methionin-Synthase (MetE
oder MetH); 8  α-Ketopantoat-Hydroxymethyltransferase (PanB); 9  Thymidylat-Synthase (ThyA oder
Thy1/ThyX); 10  Formylmethionyl-tRNA-Synthase; 11  Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase (PurN);
12  Phosphoribosylaminoimidazolcarboxamid-Formyltransferase (PurH);  13  Formiat-Dehydrogenase (Fdh). 
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H4MPT und Modifikationen davon wie z. B. H4SPT (Abb. 1) werden in allen 
methanogenen Archaea, in sulfatreduzierenden Archaea, in Sulfolobus-, Pyrococcus-, und 
Thermococcus-Arten sowie in den meisten methylotrophen Bakterien gefunden (White, 1991; 
Vorholt, 2002; Gorris & van der Drift, 1994). Aus Genomsequenzen gibt es Hinweise, dass 
H4MPT auch in einigen Planctomycetes-Arten vorkommt (Chistoserdova et al., 2004). In 
Abb. 3 sind die H4MPT-abhängigen Reaktionen im Stoffwechsel von methanogenen Archaea 
zusammengefasst. Für die Rolle von H4MPT im C1-Stoffwechsel von methylotrophen 










































Abbildung 3: H4MPT/H4SPT-abhängige Reaktionen im C1-Stoffwechsel von methanogenen Archaea.
1  Formyl-Methanofuran:H4MPT-Formyltransferase (Ftr);  2  Methenyl-H4MPT-Cyclohydrolase (Mch);  3  F420-
abhängige Methylen-H4MPT-Dehydrogenase (Mtd), 4  F420-abhängige Methylen-H4MPT-Reduktase (Mer);
5  Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA);  6  CO-Dehydrogenase/Acetyl-CoA-Synthase;  7  Methionin-
Synthase (MetH und MetE); 8  α-Ketopantoat-Hydroxymethyltransferase (PanB); 9  Thymidylat-Synthase
(ThyA oder ThyX/Thy1); 13  Formiat-Dehydrogenase (Fdh); 15  Methanol:Coenzym-M-Methyltransferase
(Mta); 16  Methyl-H4MPT:Coenzym-M-Methyltransferase (Mtr); 17  Methyl-Coenzym-M-Reduktase (Mcr);
18  Formyl-Methanofuran-Dehydrogenase (Fmd); 19  Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase T (PurT);
MFR, Methanofuran; CoM, Coenzym-M; In Methanosarcinales dient H4SPT als C1-Überträger (siehe Abb. 1). 
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Methanogene Archaea enthalten entweder H4MPT oder H4SPT. H4MPT wird in 
methanogenen Archaea der Ordnungen Methanobacteriales und Methanopyrales und H4SPT 
in methanogenen Archaea der Ordnungen Methanosarcinales und Methanococcales 
gefunden. Für Methanomicrobiales wurde das Vorkommen von Tatiopterin und Thermopterin 
beschrieben, die weitere Varianten von H4MPT darstellen (Gorris & van der Drift, 1994). Im 
Folgenden wird zwischen H4MPT und H4SPT nur unterschieden, wenn es um den 
Stoffwechsel einzelner Methanbildner geht, da alle bisher bekannten Enzyme von 
methanogenen Archaea sowohl mit H4MPT und H4SPT aktiv sind als auch die beiden 
Coenzyme sich in ihren Gruppenübertragungs- und Redoxpotentialen der einzelnen 
C1-Derivaten nicht unterscheiden. 
H4MPT ist in methanogenen Archaea sowohl am Energiestoffwechsel als auch am 
Baustoffwechsel beteiligt (Abb. 3). Die Reduktion von CO2 zu Methan führt über N5-Formyl-
H4MPT und N5-Methyl-H4MPT (Abb. 3, Reaktionen 18, 1, 2, 3, 4, 16 und17) (Thauer, 1998). 
Dabei ist anzumerken, dass die Methenyl-H4MPT-Cyclohydrolase die reversible Hydrolyse 
von N5,N10-Methenyl-H4MPT+ zu N5-Formyl-H4MPT katalysiert und sich deshalb von der 
Methenyl-H4F-Cyclohydrolase unterscheidet, die N10-Formyl-H4F generiert (Keltjens et al., 
1992). Bei der Methanbildung aus Acetat wird die Methylgruppe von Acetyl-CoA auf 
H4MPT unter Bildung von N5-Methyl-H4MPT übertragen, deren Methylgruppe dann über 
Methyl-Coenzym-M zu Methan reduziert wird (Abb. 3, Reaktionen 6, 16 und 17) (Fischer et 
al., 1992; Fischer & Thauer, 1989). 
Während die Rolle von H4MPT im Energiestoffwechsel von methanogenen Archaea 
detailliert untersucht ist, ist dessen Rolle im Baustoffwechsel weniger klar. Bisher ist nur eine 
geringe Anzahl der daran beteiligten Enzyme in wenigen Organismen untersucht. Es wurde 
eine Methionin-Synthase in Methanothermobacter marburgensis beschrieben, die allerdings 
mit Methyl-Cobalamin als Methylgruppen-Donor getestet wurde. Da M. marburgensis 
definitiv kein H4F enthält, muss davon ausgegangen werden, dass die Methylgruppe von 
Methionin letztlich aus dem C1-H4MPT-Pool des Organismus stammt (Schröder & Thauer, 
1999). Das gilt auch für die Methylgruppe von Thymidin, obwohl die getestete Thymidylat-
Synthase (ThyA) mit N5,N10-Methylen-H4MPT inaktiv war (Krone et al., 1994). In 
Methanococcus jannaschii wurde eine Thymidylat-Synthase gefunden, die nur mit 
N5,N10-Methylen-H4F aktiv war, obwohl auch dieser Organismus kein H4F enthalten dürfte 
(Xu et al., 1999). Thymidylat-Synthase-Aktivität wurde in zellfreien Extrakten von 
M. thermophila mit Formaldehyd und dUMP als Substrate gefunden und deshalb vermutet, 
dass das Enzym in diesem Archaeon mit Methylen-H4SPT aktiv ist (Nyce & White, 1996). 
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Festzustehen scheint allerdings, dass H4MPT in methanogenen Archaea nicht an der 
Purinbiosynthese beteiligt ist. Der Einbau der Formylgruppe von N5-Formyl-H4MPT in die 
Positionen C2 und C8 der Purine ist aus thermodynamischen Gründen nicht möglich, da 
N5-Formyl-H4MPT relativ zu N10-Formyl-H4F ein zu geringes Gruppenübertragungspotential 
besitzt (Thauer et al., 1996; Maden, 2000). Es gibt Hinweise dafür, dass in den meisten 
methanogenen Archaea die Synthese von C2 und C8 der Purine von CO2 ausgeht, das zunächst 
zu Formiat reduziert wird und anschließend in einem ATP-abhängigen Schritt in die beiden 
Positionen eingebaut wird (Abb. 3, Reaktionen 13 und 19) (Kappock et al., 2000; Marolewski 
et al., 1997). Die Gene für die dafür benötigten Enzyme, Formiat-Dehydrogenase (Fdh) und 
Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase (PurT), wurden in den meisten methanogenen 
Archaea – mit Ausnahme der Methanosarcinales – gefunden (Bult et al., 1996; White, 1997). 
13C-Markierungsexperimente haben ergeben, dass in Methanosarcina barkeri - anders als in 
den meisten methanogenen Organismen - die Kohlenstoffatome C2 und C8 der Purine nicht 
ausgehend von CO2 und/oder Formiat synthetisiert werden, sondern aus C2 von Acetat 
stammen (Choquet et al., 1994). Da unter den Wachstumsbedingungen Methan ausschließlich 
aus CO2 gebildet wurde, schließt dieses Ergebnis die Beteiligung von Intermediaten der 
Methanbildung an der Synthese von C2 und C8 der Purine aus (Hippe et al., 1979; Weimer & 
Zeikus, 1978). 
Einen Hinweis, wie in Methanosarcina C2 und C8 der Purine gebildet werden, geben 
die Genomsequenzen von Methanosarcina acetivorans, M. mazei, M. thermophila und 
M. barkeri. Bei der Annotierung wurden in allen vier Organismen Gene gefunden, die für 
Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA), Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolase (FolD), Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase (PurN) und 
Phosphoribosylaminoimidazolcarboxamid-Formyltransferase (PurH) kodieren könnten 
(Galagan et al., 2002; Prof. Dr. J. Ferry, persönliche Mitteilung; http://genome.jgi-
psf.org/draft_microbes/metba/metba.home.html). Das spricht dafür, dass in Methanosarcina 
C2 und C8 der Purine über den Folatweg aus C3 von Serin synthetisiert werden (Abb. 2, 
Reaktionen 5, 3, 2, 11 und 12), was auch mit den Markierungsdaten übereinstimmen würde. 
Gene für FolD, PurN und PurH scheinen in den Genomen von Methanothermobacter 
thermoautotrophicus, Methanococcus jannaschii und Methanopyrus kandleri (Smith et al., 
1997; Bult et al., 1996; Slesarev et al., 2002) zu fehlen, was in Einklang mit der Tatsache 
steht, dass diese Archaea C2 und C8 der Purine aus CO2 über freies Formiat synthetisieren 
(White, 1997). 
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Ziel der vorliegenden Arbeit war es zu klären, ob die als glyA, folD und purN 
annotierten Gene in Methanosarcina wirklich für H4F-spezifische Enzyme kodieren und 
exprimiert werden. Für den Fall, dass dies zutrifft, sollte darüber hinaus geprüft werden, ob 
Zellen dieser Gattung H4F enthalten, wofür es bisher keine Hinweise gab. Für die folgenden 
Untersuchungen wurde M. barkeri ausgewählt, der auf Methanol als Energie- und 
Kohlenstoffquelle gezogen wurde. Im Energiestoffwechsel dieses Organismus wird Methanol 
zum einen über Methyl-Coenzym-M zu Methan reduziert und zum anderen über Methyl-
Coenzym-M, N5-Methyl-H4SPT, N5,N10-Methylen-H4SPT, N5,N10-Methenyl-H4SPT+, 
N5-Formyl-H4SPT und Formyl-Methanofuran zu CO2 oxidiert (Abb. 3, Reaktionen 15, 16, 4, 
3, 2, 1 und 18) (Keltjens & Vogels, 1993; Thauer, 1998). Im Baustoffwechsel wird Methanol 
über Methyl-Coenzym-M, N5-Methyl-H4SPT und Acetyl-CoA assimiliert (Abb. 3, 
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III  Material und Methoden 
1.  Verwendete Materialien 
 
Chemikalien und Biochemikalien. Tetrahydromethanopterin (H4MPT) und Coenzym 
F420 wurden aus Methanothermobacter marburgensis (DSM 2133) (vormals 
Methanobacterium thermoautothrophicum Stamm Marburg (Wasserfallen et al., 2000)) 
gereinigt (Shima & Thauer, 2001) und freundlicherweise von R. Böcher und J. Moll zur 
Verfügung gestellt. Tetrahydrosarcinapterin (H4SPT) wurde aus Methanosarcina barkeri 
Stamm Fusaro (DSM 804) wie in Grahame (1991) beschrieben gereinigt und mittels 
MALDI/TOF Massenspektrometrie (siehe 7.1) identifiziert. (6S-) Tetrahydrofolat (H4F) war 
ein Geschenk von A. G. Eprova, Schaffhausen, Schweiz. (6R,S-) Methenyl-H4F+ wurde von 
Schircks Laboratories (Jona, Schweiz) bezogen. Methenyl-H4MPT+ wurde wie bei Donnelly 
et al. (1985) beschrieben synthetisiert. Die Ausbeute betrug 27%. Anaerobe Stocklösungen 
von H4MPT, H4SPT, H4F bzw. dessen Derivate wurden in 200 mM K2HPO4 mit 50 mM 
β-Mercaptoethanol hergestellt. Folsäure (98%) wurde von Merck (Darmstadt) bezogen. 
Sulfanilamid und Anhydrotetracyclin stammten von Sigma (Taufkirchen). Alkohol-
Dehydrogenase aus Hefe war von Boehringer (Mannheim). Methylen-H4MPT-
Dehydrogenase (MtdA) aus Methylobacterium extorquens AM1 wurde aus einem 
rekombinanten Escherichia coli-Stamm, der freundlicherweise von Dr. C. H. Hagemeier zur 
Verfügung gestellt wurde, wie bei Hagemeier et al. (2000) beschrieben gereinigt. Methylen-
H4F-Reduktase wurde aus einem rekombinanten Escherichia coli-Stamm (EET01), der 
freundlicherweise von Prof. Dr. R. Matthews zur Verfügung gestellt wurde, wie bei Sheppard 
et al. (1999) beschrieben gereinigt. 
Restriktionsendonukleasen, T4-Ligase, T7-DNA-Polymerase und Isopropyl-β-D-
thiogalaktopyranosid (IPTG) wurden von Amersham Biosciences (Freiburg) bezogen. 
Synthetische Oligonukleotide wurden von MWG-Biotech (München) synthetisiert. Expand 
High Fidelity PCR System Kit ist ein Produkt von Roche Diagnostics (Mannheim). Vent-
DNA-Polymerase stammte von New England Biolabs GmbH (Frankfurt). Das TOPO-TA-
Cloning Kit wurde von Invitrogen (Groningen, Niederlande) sowie der QIAprep Spin 
Miniprep Kit und der QIAquick Gel Extraction Kit von Qiagen (Hilden) bezogen. 
Radioisotope. Die Radioisotope [Ring-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,04 MBq/µmol; 
3,7 MBq/ml) und [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,15 MBq/µmol; 3,7 MBq/ml) 
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stammten von Hartman Analytic GmbH, Braunschweig. 5-[14C]-Methyl-Tetrahydrofolat (2,11 
MBq/µmol) wurde von Amersham Biosciences (Freiburg) bezogen. 
Gase. Die Gase N2 (Reinheit: 99,993%), H2 (Reinheit: 99,993%) sowie N2/H2 
(95%/5%) (Reinheit: 99,996%) wurden von der Firma Messer Griesheim (Siegen) bezogen.  
Säulenmaterialien. Alle verwendeten FPLC-Säulenmaterialien stammten von 
Amersham Biosciences (Freiburg). Ni2+-NTA-Agarose wurde von Qiagen (Hilden) bezogen. 
Die verwendete HPLC-Säule LiCrospher 100 RP-18 war von Merck (Darmstadt). Zum 
Ankonzentrieren und Entsalzen von Proteinfraktionen wurden Amicon®Ultra-Filtriereinheiten 
(Millipore, Eschborn) verwendet. 
Anaerobe Lösungen. Verwendete Puffer und Lösungen wurden durch Membranfilter 
(0,2 µm; Pall Gelman Laboratories, Dreieich) filtriert und durch Aufkochen unter einer 
Stickstoffatmosphäre sowie durch Entgasen bei angelegtem Vakuum anaerobisiert. Anaerobe 
Arbeiten wurden in einem Anaerobenzelt (Coy, Ann Arbor, MI, USA) unter einer 
95%N2/5%H2-Atmosphäre durchgeführt. Methanol wurde durch wiederholte Beschallung mit 
Ultraschall unter mehrfachem Austausch der Gasphase mit N2 anaerobisiert. 
Alle nicht aufgeführten Standardchemikalien waren Produkte der Firmen Merck 
(Darmstadt), Roth (Karlsruhe) oder Biomol (Hamburg). 
 
2  Kultivierung von Methanosarcina barkeri 
 
2.1.1 Verwendete Medien und Wachstumsbedingungen 
 
M. barkeri Stamm Fusaro (DSM 804) wurde von der Deutschen Stammsammlung von 
Mikroorganismen und Zellkulturen (Braunschweig, Germany) bezogen. Die anaerobe 
Kultivierung erfolgte bei 37°C mit Methanol (250 mM) als Energiesubstrat. Das verwendete 
Medium nach Karrasch et al. (1989) wurde modifiziert und ist in Tab. 1 wiedergegeben. 
Wenn nicht anders angegeben, wurde dem Medium nach dem Autoklavieren standardmäßig 
p-Aminobenzoesäure mit einer Endkonzentration von 0,36 µM sterilfiltriert zugegeben 
(Folsäure wurde lediglich bei den auf S. 14 beschriebenen Wachstumsversuchen zugegeben). 
Die Zellen wurden in 100 ml-Serumflaschen, die 50 ml Medium enthielten, oder in 500 ml-
Schottflaschen, die 200 ml Medium enthielten, unter einer N2-Atmosphäre gezogen. Um 
größere Zellmengen zu erhalten, erfolgte die Anzucht in 10,5 l-Glasflaschen (Schott, Mainz), 
die 10 l Medium enthielten. In Zeitintervallen von 12 h wurde der durch die Bildung von 
Methan und CO2 bei Wachstum auf Methanol entstandene Gasdruck mittels einer Kanüle 
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entlassen. Die Zellernte erfolgte in der spätexponentiellen Phase bei 4°C unter strikt 
anaeroben Bedingungen entweder mittels einer Durchflusszentrifuge (Heraeus, Osterode) bei 
15 000 rpm oder in zuvor anaerobisierten 0,5 l-Zentrifugenbechern für 30 min bei 10 000 g 
(4°C). Die geernteten Zellen wurden bis zur weiteren Verwendung unter 0,5 bar H2 bei –20°C 
aufbewahrt. Das Wachstum wurde photometrisch anhand der optischen Dichte bei 578 nm 
verfolgt. 
 
Tabelle 1: Zusammensetzung des Standardmediums von Methanosarcina barkeri (Mengenangaben pro l). 
Zusammensetzung (a) des Mediums, (b) der Spurenelemente-Lösung, (c) der Vitamin-Lösung, (d) der Folsäure-
Stammlösung und (e) der p-Aminobenzoesäure-Stammlösung. Der pH-Wert des Mediums sowie der 
Spurenelemente-Lösung wurde auf 7,0 eingestellt. Folsäure und/oder p-Aminobenzoesäure wurden dem Medium 
nach dem Autoklavieren sterilfiltriert zugegeben. 
(a) Medium                                      (b) Spurenelemente-Lösung     (c) Vitamin-Lösung 
Komponente  Menge Komponente  Menge Komponente Menge 
Imidazol 
NaH2PO4 x H2O 
Na2HPO4 x 2 H2O 
CaCl2 x 2 H2O 









Na2S x 9 H2O 
Methanol (100%) 
(d) Folsäure- 
      Stammlsg. 
(e) p-Aminobenzoe- 
     säure-Stammlsg. 
 




    0,4 g 
    0,4 g 
       2 g 
    0,5 g 
    3 mg 
  0,1 ml 
   10 ml 
   10 ml 
  0,14 g 
  0,28 g 
   10 ml 
 
 
   10 ml 
Titriplex I 
MnSO4 x H2O 
FeSO4 x 7 H2O 
CoCl2 x 6 H2O 
ZnSO4 x 7 H2O 
CuSO4 x 6 H2O 
AlCl3 x H2O 
H3BO3 
Na2MoO4 x 2 H2O 
NiCl2 x 6 H2O 
Na2SeO3 x H2O 
 
    1,5 g 
    0,5 g 
  0,15 g 
    0,1 g 
    0,1 g 
  0,01 g 
  0,01 g 
  0,01 g 
  0,01 g 
  0,03 g 
0,025 g 
Biotin                                     2 mg 
Pyridoxin-HCl                     10 mg 
Thiamin-HCl                         5 mg 
Riboflavin                              5 mg 
Nicotinsäure                           5 mg 
D,L-Ca-Pantothenat               5 mg 
Viamin B12                                        0,1 mg 
Liponsäure                             5 mg 
      
(d) Folsäure-Stammlsg. *1 
(e) p-Aminobenzoesäure- 
                      Stammlsg. *2 
 
*1  Folsäure-Stammlösung: Die Konzentration der gesättigten Stammlösung (>1,6 mg/l; The Merck Index, 
2001) dieser schwer wasserlöslichen Substanz wurde photometrisch bei 280 nm unter Verwendung eines 
Extinktionskoeffizienten von ε280 = 27,5 mM-1cm-1 (Temple & Montgomery, 1984) bestimmt und betrug 6 µM. 
*2  p-Aminobenzoesäure-Stammlösung: p-Aminobenzoesäure (5 mg/l) wurde anaerob in Aqua dest. angesetzt 
und bei Bedarf verdünnt. 
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Wachstum von M. barkeri in Abhängigkeit von Folsäure bzw. 
p-Aminobenzoesäure. Um die Abhängigkeit des Wachstums von M. barkeri von Folsäure 
bzw. p-Aminobenzoesäure zu untersuchen, wurde zu 50 ml Methanolmedium Folsäure bzw. 
p-Aminobenzoesäure in unterschiedlichen Konzentrationen sterilfiltriert aus anaeroben 
Stammlösungen zugegeben. Die Inokulation erfolgte 10%ig mit einer an 20 nM 
p-Aminobenzoesäure adaptierten Vorkultur. 
Wachstum von M. barkeri in Gegenwart von Sulfanilamid. Um die Hemmwirkung 
von Sulfanilamid auf das Wachstum von M. barkeri in Gegenwart von p-Aminobenzoesäure 
zu untersuchen, wurden 50 ml Methanolmedium, die 20 nM p-Aminobenzoesäure enthielten, 
mit unterschiedlichen Konzentrationen von Sulfanilamid supplementiert und 10%ig mit einer 
an 20 nM p-Aminobenzoesäure adaptierten Vorkultur inokuliert. (Sulfanilamid-Stammlösung 
(120 mM) wurde anaerob in Methanol hergestellt und ggf. verdünnt. Die Zugabe zum 
Medium erfolgte nach dem Autoklavieren.) 
2.1.2 Messung der Aufnahme von [14C]-p-Aminobenzoesäure 
Um die Aufnahme von p-Aminobenzoesäure in wachsende M. barkeri-Zellen zu 
untersuchen, wurde M. barkeri auf Methanolmedium, das mit 80 nM [Carboxyl-14C]- oder 
mit 80 nM [Ring-14C]-p-Aminobenzoesäure supplementiert wurde, kultiviert. Die Zugabe von 
10 µl [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,15 MBq/µmol; 3,7 MBq/ml) oder 10 µl 
[Ring-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,04 MBq/µmol; 3,7 MBq/ml) zu 200 ml Medium erfolgte 
mittels einer Unimetrix-Mikroliterspritze (Machery-Nagel, Düren) unmittelbar vor 
Inokulation mit 20 ml Vorkultur, die in Gegenwart von 20 nM unmarkierter 
p-Aminobenzoesäure gezogen wurde. Während der Inkubation bei 37°C wurde entstehendes 
Gas kontinuierlich durch Barytwasser (40 g/l) geleitet, um CO2 in Form von BaCO3 
auszufällen. In Zeitabständen von 8 h wurden Aliquots der Kulturen entnommen, mit 25% 
HCl angesäuert (~ pH 2), 5 min mit N2/CO2 durchgast und die Radioaktivität von 1 ml Kultur 
sowie die Radioaktivitäten des aus 1 ml Kultur gewonnenen Zellpellets und Überstandes zu 
bestimmen. Hierzu wurde 1 ml Kultur 5 min bei 13 000 rpm mit einer Tischzentrifuge 
(Hettich GmbH, Tuttlingen) abzentrifugiert und das erhaltene Pellet durch Resuspendieren in 
1 ml 50 mM Mops/KOH pH 7,0 und erneutem Abzentrifugieren gewaschen. Das Pellet wurde 
anschließend in 1 ml p-Aminobenzoesäure-freiem Medium aufgenommen und wie alle 
anderen Proben mit 9 ml Quicksafe-A-Szintillationscocktail (Zinsser Analytic, Frankfurt) 
gemischt. Die Bestimmung der Radioaktivität erfolgte durch 10-minütiges Zählen jeder 
Proben in einem Beckman LS 6500 Szintillationssystem (Beckman Instruments Inc., 
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Fullerton, CA, USA). Nach Ernte der Zellen (siehe 2.1.1) wurden 1,1 g Feuchzellen 1:25 
(w/v) in 50 mM Citrat-Puffer pH 6,0 resuspendiert (4°C). 2 ml der Suspension wurdn mit 
25%iger HCl angesäuert und mittels Ultraschall (Sonopuls HD 200, Bandelin, Berlin) 
aufgeschlossen, wobei die Zellen in einem durch Eiswasser gekühlten Reagenzglas viermal 
5 min mit 200 Watt Ausgangsleistung beschallt wurden. Nach 5-minütiger Zentrifugation bei 
13 000 rpm (4°C) wurde sowohl der Überstand als auch das resuspendierte Pellet für 15 min 
mit N2/CO2 durchgast und die Radioaktivität des Lysats, des Überstandes und des Pellets wie 
oben beschrieben bestimmt. 
Der Versuch wurde analog mit 450 nM und mit 1800 nM [14C]-p-Aminobenzoesäure 
im Medium durchgeführt, wobei die Erhöhung der Endkonzentration von 
p-Aminobenzoesäure durch die Zugabe von unmarkierter p-Aminobenzoesäure zum Medium 
erreicht wurde. Die spezifischen Radioaktivitäten betrugen: 80 nM (2,15 MBq/µmol), 450 nM 
(0,084 MBq/µmol) oder 1800 nM (0,084 MBq/µmol). 
 
2.2  Herstellung von Zellextrakt 
 
Zur Herstellung von Zellextrakt wurden M. barkeri-Zellen in einem Anaerobenzelt 
(Coy, Ann Arbor, Michigan, USA) 1:5 (w/v) in 50 mM Mops/KOH pH 7,0 resuspendiert 
(4°C). Der Aufschluss erfolgte mittels fünfmaliger Passage durch eine vorgekühlte und zuvor 
anaerobisierte French-Press-Zelle (American Instrument Company, Maryland, USA) bei 
einem Druck von 1,2 x 108 Pa. Anschließend wurden Zelltrümmer und nicht aufgeschlossene 
Zellen durch Zentrifugation bei 30 000 g für 30 min (4°C) in zuvor anaerobisierten 
Zentrifugenbechern entfernt. Der resultierende Überstand wird im Folgenden als Zellextrakt 
bezeichnet. 
 
2.3  Bestimmung der Proteinkonzentration 
 
Die Konzentrationsbestimmung von Protein wurde mit dem Roti-Nanoquant- 
Mikroassay von Roth (Karlsruhe) durchgeführt. Das Testprinzip beruht auf der Verschiebung 
des Extinktionsmaximums von Coomassie Brilliantblau R250 in saurer Lösung von 465 nm 
nach 595 nm durch Bindung des Farbstoffs an Protein (Bradford, 1976; Zor & Selinger, 
1996). Dazu wurden 0,8 ml Probe bzw. Rinderserumalbumin als Standard (0-25 µg Protein 
pro 0,8 ml) mit 0,2 ml Proteinfarbstoffreagenz versetzt und die Extinktion der Lösung bei 
590 nm sowie bei 450 nm photometrisch bestimmt. 
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3  Heterologe Überproduktion von FolD, GlyA, MetF und PurN in E. coli 
3.1 Verwendete Oligonukleotide und Plasmide 
In Tab. 2 sind alle Oligonukleotide aufgeführt, die zur Konstruktion der in Tab. 3 
aufgelisteten Plasmide verwendet wurden. Synthetisiert wurden sie von der Firma MWG-
Biotech (München). In Tab. 3 sind alle in dieser Arbeit verwendeten Plasmide aufgeführt. 
Tabelle 2: Verwendete Oligonukleotide 






















Amplifikation von metF  






Amplifikation von metF  













Amplifikation von purN  
aus M. barkeri 
 
 
Tabelle 3: Verwendete Plasmide 
Plasmide Beschreibung Referenz 




pET24b+ Vektor zur Expression von Proteinen mit C-terminalem His-Tag; Kanr Novagen (Bad Soden) 
pET32c+ Vektor zur Expression von Proteinen mit N-terminalem Thioredoxin-
Tag; Ampr 
Novagen (Bad Soden) 
pMal-c2x Vektor zur Expression von Fusionsproteinen mit N-terminalem Maltose-
Bindeprotein; Ampr 
New England Biolabs          
GmbH (Frankfurt)  
pASK-IBA7 Vektor zur Expression von Proteinen mit N-terminalem Strep-Tag II; 
Ampr 
IBA GmbH (Göttingen) 
pARKJ4 Vektor zur Expression von DnaK und DnaJ aus E. coli; Specr Tomoyasu et al., 2001 
pSE3 Vektor zur Expression von GrpE aus E. coli; Cmr Tomoyasu et al., 2001 
pGroESL Vector zur Expression von GroES und GroEL aus E. coli; Cmr Goloubinoff et al., 1989 
pET24b+/folD-His6 pET24b-Vektor, in den das folD-Gen aus M. barkeri kloniert wurde Buchenau, 2001 
pET24b+/glyA pET24b-Vektor, in den das glyA-Gen aus M. barkeri kloniert wurde diese Arbeit 
pET24b+/purN-His6 pET24b-Vektor, in den das purN-Gen aus M. barkeri kloniert wurde diese Arbeit 
pET24b+/metF pET24b-Vektor, in den das metF-Gen aus M. barkeri kloniert wurde diese Arbeit 
pET32c+/metF-His6-Trx pET32c-Vektor, in den das metF-Gen aus M. barkeri kloniert wurde diese Arbeit 
pASK-IBA7/metF pASK-IBA-Vektor, in den das metF-Gen aus M. barkeri kloniert wurde  diese Arbeit 
pMal-c2x/metF pMal-Vektor, in den das metF-Gen aus M. barkeri kloniert wurde  diese Arbeit 
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3.2  Verwendete Escherichia coli-Stämme und Kultivierung 
 
 In Tab. 4 sind alle in dieser Arbeit verwendeten E. coli-Stämme aufgelistet. 
 
Tabelle 4: Verwendete Stämme 
Stamm Genotyp Referenz 
One shot® TOP 10 F-, mcrA ∆(mrr-hsdRMS-mcrBC)Φ80lacZ∆M15 ∆lacX74 deoR 
recA1 araD139 ∆(ara-leu)7697 galU galK rps(StR) endA1 nupG 
Invitrogen (Groningen, 
Niederlande) 
DH5α endA1 hsdR17 (rK-mK+) supE44 thi-1 recA1 gyrA (NalR) relA1 
∆(lacIZYA-argF) U169 deoR (Φ80dlac∆(lacZ)M15) 
Hanahan, 1983  
BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL F-, ompT hsdS(rB- mB-) dcm+ Tetr gal l (DE3) endA Hte [argU 
ileY leu Camr] 
Stratagene (Amsterdam, 
Niederlande) 
AD494(DE3) ∆ara- leu7967 ∆lacX74 ∆phoAPvuII phoR ∆malF3 F´ [lac+lacIq] 
(DE3) 
Novagen (Bad Soden) 
Rosetta(DE3)pLysS F- ompT hsdSB(rB- mB-) gal dcm lacY1 (DE3) pLysRARE (Cmr) Novagen (Bad Soden) 
EET01 - Sheppard et al., 1999 
CH2 - Hagemeier et al., 2000 
 
 
Kultivierung. Wenn nicht anders angegeben, wurde E. coli auf Luria-Bertani (LB)-
Medium (Sambrook et al., 1989) bei 37°C angezogen. Antibiotika wurden nach Bedarf in den 
folgenden Konzentrationen zugesetzt: 100 µg Ampicillin/ml; 50 µg Kanamycin/ml; 34 µg 
Chloramphenicol/ml; 100 µg Spectinomycin/ml. X-Gal (5-Bromo-4-Chloro-3-Indolyl-β-D-
Galaktopyranosid) zum Blau-Weiss-Test auf Agarplatten wurde in einer Konzentration von 
30 µg/ml zugesetzt. 
 
3.3  Klonierung der Gene zur heterologen Expression 
3.3.1 Methoden zur Klonierung 
Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
 
Zur Amplifikation von DNA-Fragmenten wurde die Polymerase-Kettenreaktion 
durchgeführt (White, 1993). Als Matrize diente genomische DNA aus M. barkeri, die von 
Dr. G. Mander zur Verfügung gestellt wurde. Die 20 µl Reaktionsansätze enthielten neben 
25 pg genomischer DNA, je 1 µM jedes Oligonukleotidprimers (siehe Tab. 2), je 250 µM 
jedes Desoxyribonukleotidtriphosphats (Roche Diagnostics, Mannheim) sowie 0,7 U 
Polymerase und MgCl2-haltigen Puffer (Expand High Fidelity PCR System, Roche 
Diagnostics, Mannheim) oder 1 U Vent-DNA-Polymerase (New England Biolabs GmbH, 
Frankfurt). Das PCR-Programm wurde wie folgt gewählt: Schritt 1: 96°C 5 min, Schritt 2: 
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96°C 1 min, Schritt 3: 57°C 1 min, Schritt 4: 72°C 1 min, Schritt 5: 96 °C 1 min, Schritt 6: 
62°C 1 min, Schritt 7: 72°C 1 min, Schritt 8: 72°C 10 min, Schritt 9: 4°C, wobei die Schritte 
2-4 2-mal und die Schritte 5-7 30-mal wiederholt wurden. Für die Amplifikation von metF 
zur Klonierung in die Vektoren pASK-IBA7 bzw. pMal-c2x wurde das PCR-Programm 
abgeändert, indem die Temperatur von Schritt 3 von 57°C auf 56°C herabgesetzt wurde. 
Die PCR-Produkte wurden zur Kontrolle gelelektrophoretisch aufgetrennt und einer 
Restriktionsanalyse unterzogen. Je nach Verwendung des Produktes erfolgte eine Ligation in 
den pCR2.1-TOPO-Vektor (Invitrogen, Groningen, Niederlande) oder nach erfolgter 
Restriktion des PCR-Produktes in einen anderen Vektor. 
 
Präparation, Restriktion und Detektion von DNA 
 
Plasmid-DNA-Präparation. Plasmid-DNA wurde im kleinen Maßstab (2 ml-
Kulturen) mit Hilfe des QIAprep Spin Miniprep Kits (Qiagen, Hilden) gereinigt. Die 
Bestimmung der Plasmid-DNA-Konzentration und deren Reinheit erfolgte photometrisch bei 
260 nm und 280 nm. Ein ∆E260-Wert von 1 entspricht einer DNA-Konzentration von 
50 µg/ml (Sambrook et al., 1989). 
Restriktion und Reinigung von DNA. Analytische DNA-Restriktion wurde 
standardmäßig in 10 µl Reaktionsansätzen, die 6-8 U Restriktionsendonuklease enthielten, 
durchgeführt. Die Inkubation erfolgte in den entsprechenden Reaktionspuffern nach Angaben 
des Herstellers für 1-2 h bei 37°C. 
Präparative Restriktionen wurde in 20 µl bzw. 40 µl Reaktionsansätzen, die je 20 U 
Restriktionsendonuklease enthielten, durchgeführt. Die Inkubation erfolgte nach Angaben der 
Hersteller für 2-3 h bei 37°C. Restringierte Vektor-DNA wurde mit Shrimp Alkaline 
Phosphatase (Amersham Biosciences, Freiburg) an den 5`-Enden dephosphoryliert. Die 
Inkubationsdauer betrug 30 min bei 37°C. Anschließend wurden die Enzyme für 20 min bei 
65°C hitzeinaktiviert. Zur Reinigung der restringierten Insert-DNA wurden die DNA-
Fragmente über ein 1%iges Agarosegel aufgetrennt, Banden erwarteter Größe ausgeschnitten 
und mit Hilfe des QIAquick Gel Extraction Kit aus dem Gel extrahiert. Anschließend wurde 
die DNA aus dem Eluat mittels Natriumacetatfällung präzipitiert. 
Präzipitation von DNA. Zur Fällung von DNA nach Sambrook et al. (1989) wurde 
der jeweilige Ansatz mit 2,5 Volumenanteilen 100% (v/v) Ethanol und 0,1 Volumenanteil 
3 M Natriumacetat-Lösung pH 5,0 versetzt, für 10 min bei –80°C inkubiert und anschließend 
für 10 min bei 12 000 x g zentrifugiert. Die sedimentierte DNA wurde mit 70% (v/v) Ethanol 
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gewaschen und durch 10-minütige Zentrifugation bei 12 000 x g erneut pelletiert. Das DNA-
Pellet wurde getrocknet und in der gewünschten Menge Aqua dest. gelöst. 
Gelelektrophorese von DNA-Fragmenten. Die elektrophoretische Auftrennung von 
DNA-Fragmenten erfolgte mit Hilfe von 1%igen Agarosegelen (Sambrook et al., 1989) in 
0,5 x TAE-Puffer (20 mM Tris/Acetat pH 8,0, 0,5 mM EDTA) bei einer angelegten Spannung 
von 100 V. Als Größenstandard diente Smart-Ladder-Marker (Eurogentech, Seraing, 
Belgien). Die Gele wurden in Ethidiumbromidlösung (2 µg/ml Wasser) gefärbt und nach 
kurzem Wässern im UV-Durchlicht der Wellenlänge 302 nm photographiert. 
 
Ligation und Transformation von Escherichia coli 
 
Ligation. Das zu ligierende DNA-Fragment wurde in einem 10 µl Ansatz mit 2 U T4-
Ligase nach Angaben des Herstellers (Amersham Biosciences, Freiburg) über Nacht bei 15°C 
inkubiert. Die zu inserierende DNA wurde in einem 5 bis 10-fachen Überschuss im Verhältnis 
zum Vektor eingesetzt. Anschließend wurde der Ligationsansatz für 30 min mittels einer 
Membran (0,025 µm Porengröße, Millipore, Eschborn) gegen Aqua dest. dialysiert. 
Transformation von Escherichia coli. Chemisch kompetente One shot TOP10-
Zellen (Invitrogen, Groningen, Niederlande) wurden nach dem Standardprotokoll des 
Herstellers transformiert. Die Elektrotransformation von E. coli DH5α, BL21-
CodonPlus(DE3)-RIL, AD494(DE3) und Rosetta(DE3)pLysS erfolgte mit dem BioRad 
Gene Pulser II (BioRad, München) in einer vorgekühlten Elektroporationsküvette (1 mm 
Spaltbreite), in die die Zellen zusammen mit dem dialysierten Ligationsansatz bzw. der 
Plasmid-DNA gegeben wurden. Nach der Transformation bei 1,8 kV und 25 µF wurde den 
Ansätzen 250 µl LB-Medium (Sambrook et al., 1989) zugegeben und 1 h bei 37°C unter 
kräftigem Schütteln inkubiert.  
Die Transformationsansätze wurden auf Selektivplatten ausplattiert und über Nacht 
bei 37°C inkubiert. Zur Kontrolle der erhaltenen Transformanden wurde Plasmid-DNA 
isoliert und eine Restriktionsanalyse durchgeführt. 
 
Herstellung elektrokompetenter Zellen 
 
Elektrokompetente Zellen verschiedener E. coli-Stämme (siehe Tab. 4) wurden wie 
bei Ausubel et al. (1994) beschrieben hergestellt, in 10%iger Glycerinlösung resuspendiert 
und bis zur Verwendung bei –80°C gelagert. 
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3.3.2 Klonierung von glyA, metF und purN 
 
Klonierung von glyA, metF und purN in verschiedene Vektoren. Wie unter 3.3.1 
beschrieben, wurden die Gene glyA, metF bzw. purN aus M. barkeri mittels PCR amplifiziert, 
die PCR-Produkte jeweils in TOPO-TA-Vektor nach Angaben des Herstellers 
zwischenkloniert, mit entsprechenden Restriktionsendonukleasen ausgeschnitten, gereinigt 
und präzipitiert. Im Anschluss daran wurden die jeweiligen DNA-Fragmente in den mit den 
gleichen Restriktionsendonukleasen geschnittenen Zielvektor (siehe Tab. 3) ligiert. Nach 
einer halbstündigen Dialyse des Ligationsansatzes gegen Aqua dest. erfolgte eine 
Elektrotransformation in E. coli DH5α-Zellen bzw. TOP10-Zellen. Plasmid-DNA aus den 
erhaltenen Transformanden wurde gereinigt, mittels Restriktion analysiert und in 
elektrokompetente E. coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL-Zellen oder andere 
Expressionsstämme (siehe Tab. 4) transformiert. Auf diese Weise erhaltene Transformanden 
wurden wie unter 3.3.1 beschrieben analysiert. Zusätzlich wurde die Identität des Fragments 
durch Sequenzierung überprüft. 
 
3.4  Heterologe Überexpression von folD, glyA, metF und purN 
 
Heterologe Überexpression von folD in E. coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL. Die 
Überexpression erfolgte bei 37°C in 2 l M9-Mineralsalzmedium (Sambrook et al., 1989), das 
mit 0,2% Casaminosäuren, 0,4% Glucose sowie 100 µg Kanamycin/ml und 34 µg 
Chloramphenicol/ml supplementiert wurde. Das Medium wurde mit einer Vorkultur bis zu 
einer ∆OD578 von 0,1 angeimpft und schüttelnd bei 37°C inkubiert. Nach Erreichen einer 
∆OD578 von 0,7-0,8 wurden die Zellen mit 1 mM IPTG (Isopropyl-β-D-thiogalaktopyranosid) 
für 3 h induziert. Die Zellernte erfolgte anschließend durch Zentrifugation für 10 min bei 
5 000 x g (4°C). Bis zur weiteren Verwendung wurden die Zellen bei –20°C gelagert. Ein 
Kontrollstamm, der das Vektorplasmid ohne Insert trug, wurde analog behandelt. 
 
Heterologe Überexpression von glyA in E. coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL. Die 
Überexpression erfolgte wie für folD beschrieben mit dem Unterschied, dass dem Medium 
30 min vor Induktion 1 mM Pyridoxal-5`-Phosphat zugesetzt wurde. 
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Heterologe Überexpression von metF bzw. purN in E. coli sowie Modifikationen 
der Expressionsbedingungen. Für die Expression von metF bzw. purN aus M. barkeri 
wurden die Expressionsstämme standardmäßig auf LB-Medium (Sambrook et al., 1989) aerob 
bei 37°C kultiviert (siehe oben). Bei einer optischen Dichte der Kultur von ∆OD578 = 0,7 
wurde die Expression des Gens durch Zugabe von 1 mM IPTG für 3 h induziert und die 
Zellen anschließend durch Zentrifugation für 30 min bei 10 000 x g (4°C) geerntet. 
Folgende Modifikationen der Expressionsbedingungen von metF wurden getestet, 
wobei die Medien in Abhängigkeit der verwendeten Expressionsvektoren und –stämme mit 
entsprechenden Antibiotika supplementiert wurden: 
Medien: Das Wachstum und die Induktion der E. coli-Überexpressionsstämme 
erfolgte entweder auf LB-Medium oder M9-Mineralsalzmedium, das mit 0,2% 
Casaminosäuren und 0,4% Glucose supplementiert wurde. Wahlweise wurde den Medien 
10 µM Riboflavin (Sheppard et al., 1999) oder Vitamin- und Spurenelemente-Lösung des 
M. barkeri-Mediums zugesetzt (siehe Tab. 1). 
Wachstumstemperatur: Wachstum und Überexpression erfolgte bei 37°C oder 18°C, 
wobei die Induktionsdauer bei 18°C auf 16 h erhöht wurde. 
Induktion mit IPTG: Zur Modulation der Induktionsstärke wurden IPTG-
Konzentrationen von 0 mM bis 1 mM eingesetzt. 
Anaerobes Wachstum: Anaerobes Wachstum von BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL mit 
pET24b+/metF erfolgte entweder auf 50 mM Glucose mit 50 mM Nitrat als 
Elektronenakzeptor oder mit 50 mM Glycerol und 50 mM Fumarat als Elektronenakzeptor 
der anaeroben Atmung. Die Induktion der langsam wachsenden Kulturen erfolgte bei einer 
∆OD578 von 0,4 für 23 h mit 1 mM IPTG. 
Koproduktion mit Chaperon-Systemen: Koproduktionsversuche wurden sowohl mit 
dem DnaK-Chaperon-System als auch mit dem GroESL-Chaperon-System unter 
Standardbedingungen durchgeführt. Die Induktion des DnaK-Chaperon-Systems erfolgte mit 
0,1 mM IPTG. 
Fusionierung mit verschiedenen „Tags“: Die Überproduktion von MetF in Form 
eines Fusionsproteins mit dem Maltose-Bindeprotein oder His-Tag  in BL21-
CodonPlus™(DE3)-RIL erfolgte unter Standardbedingungen sowohl in LB- als auch in 
M9-Mineralsalzmedium. Die Überproduktion von MetF mit N-terminalem Thioredoxin-Tag 
in E. coli AD494(DE3) erfolgte in M9-Mineralsalzmedium, das mit 40 µg Leucin/ml, 0,2% 
Casaminosäuren und 0,4% Glucose supplementiert wurde. Strep-Tag II-fusioniertes MetF 
wurde in BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL in M9-Mineralsalzmedium, das mit 0,2% 
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Casaminosäuren und 0,4% Glucose supplementiert wurde, kultiviert und mit 0,2 µg 
Anhydrotetracyclin/ml induziert. 
 
3.5  Reinigung von heterolog überproduziertem FolD, GlyA und MetF 
 
3.5.1 Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) 
 
Pelletierte E. coli-Zellen wurden 1:5 (w/v) in kaltem 20 mM Tris/HCl pH 8,0, der 
300 mM NaCl, 0,25 mg MgCl2/ml und 0,05 mg DNaseI/ml (Roche Diagnostics, Mannheim) 
enthielt, resuspendiert. Der Zellaufschluss erfolgte über dreimalige Passage durch eine 
vorgekühlte French-Press-Zelle bei 1,2 x 108 Pa unter aeroben Bedingungen. Anschließend 
wurden durch Zentrifugation für 30 min bei 20 000 g (4°C) die Zelltrümmer und nicht 
aufgeschlossene Zellen entfernt. 
Affinitätschromatographie an Ni2+-NTA-Agarose. Reinigung des an sechs Histidine 
gekoppelten Enzyms erfolgte über Affinitätsbindung an einer 30 ml Ni2+-NTA-Agarose-
Säule, die zuvor mit 20 mM Tris/HCl pH 8,0, 300 mM NaCl äquilibriert wurde. Nach dem 
Auftragen des Zentrifugationsüberstands wurde die Säule zunächst mit 50 ml 20 mM 
Tris/HCl pH 8,0, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol bei einer Flussrate von 2 ml/min 
gewaschen, um unspezifisch gebundene Proteine zu eluieren. FolD-His6 wurde dann mit 
20 mM Tris/HCl pH 8,0, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol eluiert. Die reinen Fraktionen 
wurden vereint und durch mehrfaches Verdünnen mit 20 mM Tris/HCl pH 8,0 und 
Ankonzentrieren mittels Ultrafiltration (Amicon®Ultra, 10 kDa Ausschlussgröße) entsalzt. 
Aliquots des gereinigten Enzyms wurden bei -20°C gelagert. Alle Reinigungsschritte wurden 
bei 4°C durchgeführt. 
Ausschlussgrößenchromatographie an Superdex 200. Zur Bestimmung der 
molekularen Masse des nativen Enzyms wurden 500 µg Protein auf eine Superdex 200-Säule 
(1 cm x 30 cm), die mit 100 mM Kaliumphosphat pH 7,2 äquilibriert worden war, 
aufgetragen und mit einer Flussrate von 0,5 ml/min eluiert. Die Elution des Proteins erfolgte 
nach 14,3 ml (Ve). Zur Kalibrierung der Säule wurden jeweils 200 µg Aldoase (158 kDa; Ve = 
12,6 ml), Rinderserumalbumin (67 kDa; Ve = 13,9 ml), Eialbumin (43 kDa; Ve = 15 ml) und 
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3.5.2 Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA) 
 
Pelletierte E. coli-Zellen wurden aerob 1:5 (w/v) in 20 mM Kaliumphosphat pH 7,2 
mit 0,1 mM Pyridoxal-5`-phosphat (PLP) resuspendiert. Der Zellaufschluss erfolgte durch 
Zugabe von 1 mg Lysozym pro g Feuchtzellen. Nach Inkubation für 20 min bei 
Raumtemperatur wurde dem Lysat 0,25 mg MgCl2/ml und 0,06 mg DNaseI/ml zugegeben 
und weitere 5 min inkubiert. Die auf diese Weise aufgeschlossenen Zellen wurde 30 min bei 
12 000 g (4 °C) zentrifugiert, um Zelltrümmer und nicht aufgeschlossene Zellen zu entfernen. 
Ammoniumsulfat-Fällung. Der erhaltene Überstand wurde durch langsame Zugabe 
von Ammoniumsulfat auf eine Endkonzentration von 40% (250 g/l) eingestellt, 30 min bei 
4 °C gerührt und anschließend für 30 min bei 12 000 g (4°C) zentrifugiert. Das Pellet wurde 
verworfen und eine 80%ige Ammoniumsulfat-Fällung (500,9 g/l) wie oben beschrieben 
durchgeführt. Das resultierende Pellet wurde in 10 ml 20 mM Kaliumphosphat pH 7,2 mit 
0,1 mM PLP resuspendiert und bei 4 °C über Nacht gegen 2 l des gleichen Puffers dialysiert. 
Chromatographie an Hydroxyapatit. Die dialysierte Probe wurde auf eine mit 
20 mM Kaliumphosphat pH 7,2 äquilibrierte Hydroxyapatit-Säule (1,6 cm x 10 cm) geladen. 
Nach dem Auftragen wurde die Säule zunächst mit 30 ml des gleichen Puffers bei einer 
Flussrate von 2 ml/min gewaschen, bevor die Elution mittels eines linearen Gradienten über 
30 ml von 20 mM bis 1 M Kaliumphosphat pH 7,2 erfolgte. Serin-Hydroxymethyltransferase 
eluierte bei ca. 300 mM Kaliumphosphat pH 7,2. Fraktionen, die das Enzym enthielten, 
wurden vereint, mittels Ultrafiltration (Amicon®Ultra; 10 kDa Ausschlussgröße) 
ankonzentriert und mit 0,1 mM PLP versetzt. 
Gelfiltration an Superdex 75. Die Probe wurde auf eine Superdex 75-Säule 
aufgetragen (26 cm x 60 cm), die mit 100 mM Kaliumphosphat pH 7,2, 150 mM NaCl 
äquilibriert worden war. Die Elution erfolgte mit 100 mM Kaliumphosphat pH 7,2, 150 mM 
NaCl bei einer Flussrate von 0,25 ml/min. Das Enzym wurde nach 136 ml in einem Volumen 
von 15 ml gefunden. Die aktiven Fraktionen wurden vereint, entsalzt und ankonzentriert wie 
zuvor beschrieben. Zur Stabilisierung wurde dem gereinigten Enzym 0,1 mM PLP zugesetzt 
und bei –20°C gelagert. 
 Ausschlussgrößenchromatographie an Superdex 200. Zur Bestimmung der 
molekularen Masse des nativen Enzyms wurden 30 µg gereinigtes Protein auf eine Superdex 
200-Säule (1 cm x 30 cm), die mit 100 mM Kaliumphosphat pH 7,2 äquilibriert worden war, 
aufgetragen und mit einer Flussrate von 0,5 ml/min eluiert. Die Elution des Proteins erfolgte 
nach 13,03 ml (Ve). Zur Kalibrierung der Säule wurden jeweils 150 µg β-Amylase (200 kDa; 
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Ve = 11,1 ml), Rinderserumalbumin (67 kDa; Ve = 13,6 ml), Eialbumin (43 kDa; Ve = 
14,6 ml) und Carboanhydrase (29 kDa; Ve = 15,7 ml) verwendet. 
 
Bestimmung der aminoterminalen Aminosäuresequenz. Um GlyA aminoterminal 
zu sequenzieren, wurde die entsprechende Polypeptidbande aus dem ungefärbten SDS-
Polyacrylamidgel durch Elektroblotting in einer Semi-Dry-Transferzelle (Modell Trans-Blot 
SD, BioRad Laboratories, München) auf eine Polyvinylidendifluorid-Membran (ProBlott™, 
Applied Biosystems, Weiterstadt) übertragen. Als Blotpuffer dienten an der 
membranzugewandten Seite (Anode) 25 mM Tris, 192 mM Glycin, 0,01% SDS und 25% 
Methanol in Wasser und an der gelzugewandten Seite (Kathode) 25 mM Tris, 192 mM 
Glycin, 0,1% SDS und 10% Methanol in Wasser. Der Elektrotransfer wurde 2 h bei 
0,8 mA/cm2 Membranfläche durchgeführt. Das auf die Membran transferierte Protein wurde 
1 min mit 0,1% Coomassie Brilliantblau R250 in Methanol/Wasser/Essigsäure (40:59:1) 
gefärbt. Die Entfärbung erfolgte 2 min mit Wasser/Methanol (1:1). Anschließend wurde die 
Membran zur Entfernung des Glycins 48 h in Aqua dest. gespült. Die Bande des zu 
sequenzierenden Polypeptids wurde aus der Membran ausgeschnitten. Die aminoterminale 
Aminosäuresequenzierung wurde von Dr. D. Linder (Justus-Liebig-Universität, Gießen) nach 
der Methode des Edman-Abbaus durchgeführt (Hewick et al., 1981). 
 
3.5.3 Methylen-H4F-Reduktase (MetF) 
 
Die Reinigung von MetF, das mit einem C-terminalem His-Tag überproduziert wurde, 
erfolgte über Affinitätschromatographie an Ni2+-NTA-Agarose unter denaturierenden 
Bedingungen nach Angaben des Herstellers (The QIAexpressionist, Fifth edn, Protocols 10 
and 17). Auf diese Weise wurde aus 1 g Feuchtzellen 5 mg gereinigtes MetF gewonnen. 
Durch wiederholtes Verdünnen in 1 x PBS-Puffer (8 mM Na2HPO4, 2 mM NaH2PO4, 70 mM 
NaCl) und Ankonzentrieren mittels Ultrafiltration (Amicon®Ultra; 5 kDa Ausschlussgröße) 
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In vitro Rückfaltung 
 
Rückfaltungsversuche mit heterolog überproduziertem MetF wurden in Anlehnung an 
die Protokolle von (a) Sauer & Thauer (1997) bzw. (b) Vuillard & Freeman 
(http://micro.nwtsc.noaa.gov/protocols/inclusion.html) durchgeführt. 
(a) E. coli-Zellen (2,1 g) mit überproduziertem MetF wurden 1:10 (w/v) in 50 mM 
Mops/KOH pH 7,0 resuspendiert (4°C) und mittels Ultraschall (Sonopuls HD 200, Bandelin, 
Berlin) aufgeschlossen, wobei die Zellen in einem durch Eiswasser gekühlten Rosettengefäß 
dreimal 5 min mit 200 Watt Ausgangsleistung beschallt wurden. Nach 10-minütiger 
Zentrifugation bei 7 000 x g (4°C) wurde das resultierende Pellet dreimal mit 15 ml 
Mops/KOH pH 7,0, 0,1 M NaCl, 1 mM EDTA gewaschen, anschließend in 5 ml 50 mM 
Mops/KOH pH 7,0, 6,6 M Harnstoff, 2 mM Dithiothreitol (DTT) resuspendiert und für 
30 min bei Raumtemperatur rührend inkubiert. Die Harnstoff-Lösung wurde danach entweder 
unter anaeroben Bedingungen 66-fach in 50 mM Mops/KOH pH 7,0 mit 10 mM DTT 
verdünnt und über Nacht bei 4°C rührend inkubiert oder in einem Dialyseschlauch (12 kDa 
Ausschlussgröße, Medicell International Ltd., London, UK) über Nacht gegen 1 l 50 mM 
Mops/KOH pH 7,0, 10 mM DTT im Anaerobenzelt dialysiert. 
(b) E. coli-Zellen (2 g) mit überproduziertem MetF wurden in 20 ml 50 mM HEPES-
NaOH pH 7,5, 0,5 M NaCl, 1 mM PMSF (Phenylmethylsulfonylfluorid), 5 mM DTT und 
0,35 mg Lysozym/ml resuspendiert. Nach 30-minütiger Inkubation bei Raumtemperatur 
wurde dem Lysat 200 µl Triton X-100 zugegeben. Es folgte eine mehrfache Beschallung für 
30 s (siehe (a)), bis die Lösung klar wurde. Dem Extrakt wurde anschließend DNaseI 
(20 µg/ml) zugegeben und 1 h bei 37°C inkubiert, bevor ein Zentrifugationsschritt bei 
30 000 x g für 30 min (4°C) erfolgte. Das erhaltene Pellet, das das unlösliche MetF enthielt, 
wurde zweimal mit 10 ml PBS-Puffer (8 mM Na2HPO4, 2 mM NaH2PO4, 70 mM NaCl) mit 
1% Triton X-100 gewaschen, anschließend in 2 ml 50 mM HEPES-NaOH pH 7,5, 6 M 
Guanidin, 25 mM DTT solubilisiert und 1 h bei 4°C inkubiert. Um noch enthaltende 
Aggregate zu entfernen, wurde die Proteinlösung 10 min bei 100 000 x g (4°C) zentrifugiert. 
Nach einer Proteinbestimmung des erhaltenen Überstands wurde die Proteinkonzentration mit 
50 mM HEPES-NaOH pH 7,5, 6 M Guanidin, 25 mM DTT auf 1 mg/ml eingestellt. 
Unmittelbar danach erfolgte der Rückfaltungsschritt (4°C): 2 ml der Proteinlösung wurden 
unter kontinuierlichem Vortexen schnell zu 18 ml 50 mM HEPES-NaOH pH 7,5, 0,2 M 
NaCl, 1 mM DTT und 1M NSDB 201 zugegeben. (NSDB 201 steht für Non-detergent-
MATERIAL UND METHODEN   26 
sulfobetaines bestehend aus 3-(1-Pyridino)-propansulfonat, ein mildes Solubilisierungs-
Agenz, das erneute Aggregation vermindern soll (Goldberg et al., 1996).) 
 
4  Protein-Gelelektrophorese unter denaturierenden Bedingungen 
 
Zur Bestimmung der apparenten molekularen Masse von Polypeptiden und zur 
Reinheitskontrolle von Enzympräparationen wurde das Prinzip der denaturierenden 
Gelelektrophorese eingesetzt (Laemmli, 1970). Die Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-
Gelelektrophorese (SDS-PAGE) wurde in einer BioRad-Elektrophorese-Apparatur (Mini 
Protean II, BioRad Laboratories, München) durchgeführt. Die Zusammensetzung für 11%ige 
Gele ist in Tabelle 5 aufgeführt. Vor der Elektrophorese wurden die Proteinproben in SDS-
Probenpuffer (130 mM Tris/HCl pH 6,8, 130 mM SDS, 10% Glycerin (w/v), 100 mM 
Dithiothreitol und 0,2% Bromphenolblau) 1:2 verdünnt und 5 min bei 95°C denaturiert. Als 
Anoden- und Kathodenpuffer diente ein Tris-Glycin-Puffer (25 mM Tris, 192 mM Glycin, 
0,1% SDS, pH 8,8). Die angelegte Spannung betrug 180 V. Als Molekularmassenstandard 
diente der Low Molecular Weight Calibration Kit von Amersham Biosciences (Freiburg) 
bestehend aus Phosphorylase b (94 kDa), Rinderserumalbumin (67 kDa), Eialbumin (43 kDa), 
Carboanhydrase (30 kDa), Trypsin-Inhibitor (20,1 kDa) und α-Lactalalbumin (14,4 kDa). 
Zur Detektion der Proteinbanden wurde das Gel in einer Lösung aus 0,05% Coomassie 
Brilliantblau R250, 0,05% Crocein Scarlet 7B und 0,5% CuSO4 in 
Wasser/Isopropanol/Eisessig (65:25:10) 30 min gefärbt. Anschließend wurde nicht-
proteingebundener Farbstoff unter leichtem Schütteln in Wasser/Isopropanol/Essigsäure 
(81:12:7) mit 0,5% CuSO4 entfernt. 
 
Tabelle 5: Zusammensetzung der 11%igen SDS-Polyacrylamid-Gele (6,5 x 9 x 0,075 cm3) 
Komponente Trenngel (11%ig) Sammelgel (6%ig) 
1 M Tris/HCl pH 8,8 + 0,28% SDSa 
1 M Tris/HCl pH 6,8 + 1,2% SDSa 
Aqua dest. 
Acrylamid:Bisacrylamid (37,5:1) 
TEMEDb (100%ige Lösung) 





 10 µl 





 10 µl 
 12 µl 
 
a= Natriumdodecylsulfat; b= N,N,N´,N´-Tetramethylethylendiamin; c= Ammoniumperoxodisulfat 
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5  Nachweis von FolD, GlyA und MetF 
 
5.1  Bestimmung von Enzymaktivitäten 
 
Die photometrischen Tests wurden in Quarzküvetten (1 cm Schichtdicke, 1,5 ml 
Volumen) mit einem Pharmacia Spektralphotometer Ultrospec 2000 (Amersham Biosciences, 
Freiburg) bei 37°C durchgeführt. Alle verwendeten Puffer wurden filtriert und durch 
Aufkochen unter einer Stickstoffatmosphäre sowie durch Entgasen bei angelegtem Vakuum 
anaerobisiert. Die Küvetten wurden mit Silikonstopfen verschlossen und durch mehrfaches 
Evakuieren und Begasen mit Stickstoff anaerobisiert. Die Testkomponenten wurden als 
anoxische Lösungen mit Hilfe von zuvor anaerobisierten Hamilton-Mikroliterspritzen 




Methenyl-H4F-Cyclohydrolase katalysiert die reversible Hydrolyse von 
N5,N10-Methenyl-H4F+ zu N10-Formyl-H4F (∆G°`= -6,0 kJ/mol) (Pomper et al., 1999). Die 
Abnahme von N5,N10-Methenyl-H4F+ wurde anhand der Extinktionsabnahme bei 356 nm 
(ε356 = 24,9 mM-1cm-1) (Pomper et al., 1999) gemessen. Der 0,7 ml Testansatz enthielt 
standardmäßig 50 mM Tricin/KOH pH 8,0 und 40 µM N5,N10-Methenyl-H4F+. Die Reaktion 
wurde durch Zugabe von Protein gestartet. Die Rate der bei alkalischem pH auftretenden 
spontanen Hydrolyse von N5,N10-Methenyl-H4F+ zu N10-Formyl-H4F wurde bei der 
Berechnung der Enzymaktivität berücksichtigt. Um die Substratspezifität zu testen, wurde 
N5,N10-Methenyl-H4F+ durch 25 µM N5,N10-Methenyl-H4MPT+ ersetzt und dessen Hydrolyse 
zu N5-Formyl-H4MPT bei 335 nm verfolgt (ε335 = 21,6 mM-1cm-1) (Pomper et al., 1999). 
Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Hydrolyse von 1 µmol 




Methylen-H4F-Dehydrogenase katalysiert die reversible Oxidation von 
N5,N10-Methylen-H4F mit NAD(P)+ zu N5,N10-Methenyl-H4F+ und NAD(P)H 
(∆G°`= +3,5 kJ/mol) (Vorholt et al., 1998). Die Enzymaktivität wurde anhand der 
Extinktionszunahme bei 340 nm durch die Entstehung von NAD(P)H und N5,N10-Methenyl-
H4F+ (ε340= 27,9 mM-1cm-1, zusammengesetzt aus 6,2 mM-1cm-1 für NAD(P)H und 
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21,7 mM-1cm-1 für N5,N10-Methenyl-H4F+) gemessen (Vorholt et al., 1998). Der 0,7 ml 
Testansatz enthielt 120 mM Kaliumphosphat pH 6,0, 10 mM Formaldehyd, 30 µM (6S-)H4F 
und 2,7 mM NAD+ bzw. 1 mM NADP+. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von Protein 
gestartet. Um die Substratspezifität zu testen, wurde H4F durch 40 µM H4MPT oder 65 µM 
H4SPT ersetzt (ε340 = 20,8 mM-1cm-1 für N5,N10-Methenyl-H4MPT+/-H4SPT+). 
Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Oxidation von 1 µmol 




Serin-Hydroxymethyltransferase katalysiert in Gegenwart von (6S-)H4F die reversible 
Spaltung von L-Serin in Glycin unter Bildung von N5,N10-Methylen-H4F. Um die Reaktion 
photometrisch verfolgen zu können, wurde ein gekoppelter Test mit Methylen-H4MPT-
Dehydrogenase (MtdA) aus M. extorquens AM1 durchgeführt, bei dem das gebildete 
N5,N10-Methylen-H4F mit NADP+ zu N5,N10-Methenyl-H4F+ und NADPH oxidiert wird. Der 
0,7 ml Testansatz enthielt standardmäßig 75 mM Kaliumphosphat pH 7,2, 15 µM (6S-)H4F, 
1 mM NADP+, 1 U MtdA sowie 10 bis 30 mU GlyA. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 
0,7 mM L-Serin gestartet und die Extinktionszunahme bei 340 nm verfolgt 
(ε340 = 27,9 mM-1cm-1) (Vorholt et al., 1998). Da MtdA nicht zwischen H4F, H4MPT oder 
H4SPT diskriminiert, wurde die Reaktivität von GlyA auch in Gegenwart von 600 µM 
H4MPT oder 65 µM H4SPT (ε340 = 27 mM-1cm-1) (Vorholt et al., 1998) getestet. Der Einfluss 
von PLP und Mg2+ wurde durch die Zugabe von 0,25 mM PLP und/oder 20 mM 
Magnesiumacetat zum Reaktionsansatz geprüft. 
Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Bildung von 1 µmol 
N5,N10-Methenyl-H4F+pro min katalysierte, was der Bildung von 1 µmol N5,N10-Methylen-
H4F entspricht. 
 
Die durch Serin-Hydroxymethyltransferase katalysierte Retroaldolspaltung von 
L-allo-Threonin sowie L-Threonin in Glycin und Acetaldehyd wurde anhand der Reduktion 
des entstehenden Acetaldehyds mit NADH durch Alkohol-Dehydrogenase (Adh) aus Hefe 
gemessen. Der 0,7 ml Testansatz enthielt 20 mM Kaliumphosphat pH 7,2, 0,25 mM NADH, 
25 U Adh und 100 µg GlyA. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von L-allo-Threonin 
(0,03 bis 6,5 mM) oder L-Threonin (0,2 bis 26 mM) gestartet und photometrisch bei 340 nm 
verfolgt (ε340 = 6,2 mM-1cm-1). 
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Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Oxidation von 1 µmol 




Methylen-H4F-Reduktase katalysiert die reversible Reduktion von N5,N10-Methylen-
H4F zu N5-Methyl-H4F. Abhängig vom Organismus dient dabei NADH, NADPH oder 
reduziertes Ferredoxin als Elektronendonor (∆G°`= -21,6 kJ/mol) (Wohlfarth et al., 1991). 
Die Reduktion von N5,N10-Methylen-H4F wurde durch die gleichzeitige Oxidation von 
NAD(P)H zu NAD(P)+ anhand der Extinktionsabnahme bei 350 nm (ε350 = 5,6 mM-1cm-1) 
gemessen (Wohlfarth et al., 1991). Der 0,7 ml Testansatz enthielt 120 mM Kaliumphosphat 
pH 7,5, 50 mM β-Mercaptoethanol, 10 mM Formaldehyd, 0,5 mM H4F und 0,15 mM NADH 
oder 0,15 mM NADPH. Die Reaktion wurde duch Zugabe von Zellextrakt (40-60 µg) 
gestartet.  
Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Oxidation von 1 µmol 




In Gegenwart von Menadion katalysiert Methylen-H4F-Reduktase die Oxidation von 
5-[14C]-Methyl-H4F zu [14C]-Methylen-H4F. Der radioaktive Kohlenstoff der Methylen-
Verbindung wird in Form von 14C-Formaldehyd mit Dimedon komplexiert, mittels Toluol 
extrahiert und die Formaldehydbildung mit einem Szintillationszähler gemessen (Sheppard et 
al., 1999). 
Der 4,2 ml Reaktionsansatz enthielt 200 mM Kaliumphosphat pH 6,3, 0,38% BSA, 
6 mM EDTA, 0,05 mM FAD, 0,5 mM Menadion und 0,47 mM 5-[14C]-Methyl-H4F (ca. 1000 
dpm/nmol = 17 Bq/nmol). Nach Präinkubation für 5 min bei 37°C wurde die Reaktion mit 
Zellextrakt von M. barkeri (500-1400 µg) gestartet. In Abhängigkeit von der Zeit wurden 
0,5 ml-Aliquots entnommen, mit 300 µl Dimedon gemischt und 10 min bei 98°C denaturiert. 
Nach 15-minütiger Inkubation auf Eis wurden die Proben mit 3 ml Toluol versetzt und 5 min 
bei 4000 rpm abzentrifugiert. 0,5 ml der Toluolphase wurden zu 4,5 ml Quicksafe-A-
Szintillationscocktail (Zinsser Analytic, Frankfurt) gegeben und die Radioaktivität in einem 
Beckman LS 6500 Szintillationszähler bestimmt. 
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Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Bildung von 1 µmol 
Formaldehyd pro min katalysierte. Als interner Standard diente gereinigtes MetF (50 µg) aus 




Methylen-H4MPT-Dehydrogenase katalysiert die reversible Oxidation von 
N5,N10 Methylen-H4MPT zu N5,N10-Methenyl-H4MPT+ bei gleichzeitiger Reduktion von 
Coenzym F420 (∆G°`= -5,5 kJ/mol) (Vorholt et al., 1998). Die Bildung von N5,N10-Methenyl-
H4MPT+ kann bei 335 nm durch eine Extinktionszunahme (ε335 = 21,6 mM-1cm-1) (DiMarco 
et al., 1990) verfolgt werden. Der 0,7 ml Testansatz enthielt standardmäßig 120 mM 
Kaliumphosphat pH 6,0, 50 mM β-Mercaptoethanol, 10 mM Formaldehyd und 40 µM 
H4MPT. Nach einer Vorinkubationszeit von ca. 1 min wurden 50 µM F420 zugegeben und die 
Reaktion durch Zugabe von Protein gestartet. 
Die Einheit U wurde als die Enzymaktivität definiert, die die Bildung von 1 µmol 
N5,N10-Methenyl-H4MPT+ pro min katalysierte. 
 
5.2  Western-Blot-Analysen 
 
Herstellung polyklonaler Antikörper. Die Proteine FolD, GlyA und MetF von 
M. barkeri wurden in E. coli überproduziert und wie unter 3.5 beschrieben gereinigt. Die 
Herstellung polyklonaler Antikörper aus Kaninchen erfolgte jeweils nach einem 
zweimonatigen Protokoll durch Mitarbeiter von Sequence Laboratories (Göttingen). 
Western-Blot-Analyse. Proteinproben für Western-Blot-Analysen wurden mit Hilfe 
11%iger SDS-PAGE aufgetrennt und aus den ungefärbten Gelen durch Elektroblotting in 
einer Semi-Dry-Transfer-Zelle (Modell Trans-Blot SD, BioRad, München) auf Nitrocellulose 
(Schleicher und Schuell, Dasseln) wie unter 3.5.2 beschrieben übertragen. Nach dem Transfer 
wurden die Membranen über Nacht bei 4°C mit 5% Milchpulver in PBS-T-Puffer (8 mM 
Na2HPO4, 2 mM NaH2PO4, 70 mM NaCl, 0,05% Tween 20) abgesättigt. Nach dreimaligem 
Waschen mit 2,5% Milchpulver in PBS-T wurden die Membranen mit dem entsprechenden 
Erstantikörper (Kaninchen-Anti-FolD-His6 1:10 000, Kaninchen-Anti-GlyA 1:10 000; 
Kaninchen-Anti-MetF-His6 1:2 000) 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Nach dreimaligem 
Waschen mit 2,5% Milchpulver in PBS-T erfolgte eine Inkubation für 2 h bei 
Raumtemperatur mit dem Zweitantikörper Ziege-Anti-Kaninchen-IgG, der an alkalische 
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Phosphatase konjugiert war (BioRad Laboratories, München), in einer Verdünnung von 
1:5 000 in 2,5% Milchpulver in PBS-T. Die resultierenden Antikörper-Komplexe wurden 
mittels ECF-Reagenz nach Angaben des Herstellers (Amerham Biosciences, Freiburg) durch 
Chemilumineszenz unter Verwendung eines PhosphoImagers (Storm 860, Molecular 
Dynamics, Sunnyvale CA, USA) detektiert. Als Molekularmassenstandard wurde Precision 
Plus Protein™ Standards (BioRad Laboratories, München) verwendet. 
 
6  Reinigung von FolD aus M. barkeri 
 
M. barkeri-Zellen (46 g) wurden 1:2 (w/v) in 50 mM Tris/HCl pH 7,6, 0,25 mg 
MgCl2/ml und 0,06 mg DNaseI/ml resuspendiert (4°C) und wie unter 2.2 beschrieben 
aufgeschlossen und zentrifugiert. Die Reinigung erfolgte unter aeroben Bedingungen und 
umfasste fünf sukzessive säulenchromatographische Trennschritte: 
Chromatographie an DEAE-Sepharose. Der erhaltene Überstand wurde auf eine mit 
50 mM Tris/HCl pH 7,6 (Puffer A) äquilibrierte DEAE-Säule (5 cm x 20 cm) geladen und mit 
300 ml Puffer A nachgewaschen. Die Elution erfolgte mittels eines Stufengradienten (je 
300 ml) mit 100 mM NaCl, 200 mM NaCl, 300 mM NaCl und 400 mM NaCl (in Puffer A) 
bei einer Flussrate von 10 ml/min. Durch Western-Blot-Analyse (siehe 5.2) wurden 
diejenigen Fraktionen identifiziert, die FolD enthielten (FolD eluierte bei 200 mM NaCl). 
Diese wurden vereinigt und mittels Ultrazentrifugation (Amicon®Ultra; 30 kDa 
Ausschlussgröße) entsalzt und ankonzentriert. 
Chromatographie an Q-Sepharose. Die Proteinprobe wurde auf eine mit Puffer A 
äquilibrierte Q-Sepharose-Säule (2,6 cm x 20 cm) aufgetragen, mit 100 ml Puffer A 
gewaschen und anschließend mittels eines Stufengradienten (je 100 ml) von 200 mM NaCl, 
400 mM NaCl, 500 mM NaCl, 600 mM NaCl (in Puffer A) mit einer Flussrate von 5 ml/min 
eluiert. Die Elution von FolD erfolgte bei 500 mM NaCl. Wie oben beschrieben wurden die 
aktiven Fraktionen vereinigt, entsalzt und ankonzentriert. 
Chromatographie an Source 15Q. Die weitere Reinigung des Enzyms wurde durch 
Chromatographie an einer Source 15Q-Säule (1 cm x 10 cm), die mit Puffer A äquilibriert 
worden war, durchgeführt. Gebundenes Protein wurde mittels eines linearen Gradienten 
(135 ml) von 0 bis 2 M NaCl mit einer Flussrate von 1,5 ml/min eluiert. FolD eluierte mit 
480 mM NaCl. Aktive Fraktionen wurden vereint, entsalzt, in 10 mM Kaliumphosphat pH 7,0 
umgepuffert und ankonzentriert. 
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Chromatographie an Hydroxyapatit. Eine anschließende Auftrennung über eine 
Hydroxyapatit-Säule (1,2 cm x 15 cm) erfolgte mittels eines linearen Gradienten (80 ml) von 
10 mM bis 400 mM Kaliumphosphat pH 7,0 mit einer Flussrate von 2 ml/min, wobei FolD-
Aktivitäten in Fraktionen zwischen 120 mM und 220 mM Kaliumphosphat pH 7,0 gefunden 
wurden. Diese Fraktionen wurden vereint und in 50 mM Bis-Tris-Puffer pH 6,2 umgepuffert. 
Chromatographie an Uno-Q. Die Probe wurde auf ein Uno-Q-Säule (1 cm x 4 cm) 
geladen, die zuvor mit 50 mM Bis-Tris pH 6,2 äquilibriert wurde. Nachdem mit 6 ml des 
gleichen Puffers nachgewaschen worden war, wurde das Protein mittels eines linearen 
Gradienten (15 ml) von 0 bis 500 mM NaCl in 50 mM Bis-Tris pH 6,2 mit einer Flussrate von 
1 ml/min eluiert. FolD eluierte bei 200 mM NaCl. 
 
7  Bestimmung der intrazellulären H4F- bzw. H4SPT-Konzentration 
 
7.1  H4F in M. barkeri 
 
Falls nicht anders angegeben, erfolgten alle Schritte unter anaeroben Bedingungen 
unter Rotlicht bei 4°C. Frisch geerntete M. barkeri-Zellen (3 g) wurden 1:2 (w/v) in 50 mM 
Mops/KOH pH 7,0 resuspendiert und Zellextrakt wie unter 2.2 beschrieben hergestellt. 6,8 ml 
des Zellextrakts wurden mittels Centricon (3 kDa Ausschlussgröße; Millipore, Eschborn) 
filtriert (18°C). Im Anschluss wurde das Filtrat (3,2 ml), das die niedermolekularen 
Komponenten enthielt, in eine dunkle Serumflasche überführt, unter 0,5 bar H2 bei –80°C 
eingefroren und anschließend über Nacht lyophylisiert (Lyophylisator Christ Alpha 1-4, 
Osterode). Das Lyophylisat wurde in 1 ml 120 mM Kaliumphosphat pH 6,0 resuspendiert und 
mit 15 mM Formaldehyd, 2 mM NADP+ sowie 2 U gereinigter MtdA supplementiert, um die 
in der Probe vorhandenen Tetrahydropterine zu ihren entsprechenden Methenyl-
Tetrahydropterinen umzusetzen. Nach 15-minütiger Inkubation bei 32°C wurde die Proben 
einer HPLC (High Pressure Liquid Chromatography)-Analyse unterzogen: 50 µl Probe 
wurden auf eine LiCrospher 100 RP-18-Säule (124 mm x 4 mm) geladen, die zuvor mit 
25 mM Ammoniumformiat pH 4,0 äquilibriert worden war. Gebundene Komponenten 
wurden mittels eines linearen Gradienten (30 ml) von 0 bis 50% Methanol mit einer Flussrate 
von 1 ml/min eluiert. Als interne Standards dienten H4MPT und/oder (6S-)H4F, die einem 
Aliquot der Probe vor Inkubation bei 32°C zugegeben wurden. Die gesammelten Fraktionen 
wurden mittels MALDI/TOF-Massenspektrometrie analysiert. 
Massenspektrometrie mittels MALDI/TOF. Die Identifizierung von 
niedermolekularen Komponenten in Zellextrakten von M. barkeri erfolgte durch die 
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Ermittlung der molekularen Masse mittels MALDI/TOF (Matrix assisted laser 
desorption/ionization time-of-flight)-Massenspektrometrie. Die Proben wurden in 
unterschiedlichen Konzentrationen mit gesättigter α-Cyano-4-Hydroxyzimtsäure (in 0,1% 
Trifluoressigsäure, 60% Acetonitril) 1:1 gemischt, auf einen Probenträger aufgetragen und 
getrocknet. Die Messung der Probe erfolgte an einem Voyager DE RP Spectrometer (Applied 
Biosystems, Langen) im Positiv-Reflektormodus. Die anschließende Auswertung erfolgte 
durch die Hersteller-Software. 
 
7.2  H4SPT in M. barkeri 
 
Zellextrakt (4 ml) von M. barkeri, der wie unter 2.2 beschrieben hergestellt wurde, 
wurde unter anaeroben Bedingungen und unter Rotlicht bei 18 °C mittels Amicon®Ultra (10 
kDa Ausschlussgröße) filtriert. Anschliessend wurde die H4SPT-Konzentration des Filtrats 
enzymatisch mit gereinigter MtdA aus M. extorquens AM1 bestimmt. MtdA katalysiert die 
Dehydrogenierung von Methylen-H4SPT mit NADP+ zu Methenyl-H4SPT+ und NADPH. Der 
Standardtest enhielt 0,7 ml 120 mM Kaliumphosphat pH 6,0; 1 mM NADP+; 1 Unit 
gereinigte MtdA und 25 µl, 50 µl oder 100 µl Filtrat. Die Umsetzung von Methylen-H4SPT 
zu Methenyl-H4SPT+ wurde durch die Zugabe von 4 mM Formaldehyd gestartet und die 
Extinktionszunahme photometrisch bei 340 nm verfolgt (ε340 = 27 mM-1cm-1 
zusammengesetzt aus ε340 = 20,8 mM-1cm-1 (Methenyl-H4SPT+) und ε340 = 6,2 mM-1cm-1 
(NADPH)) (Vorholt et al., 1998). Aus der Extinktionsdifferenz wurde die Molarität der Probe 
berechnet und auf das Zellprotein bezogen. Der Test diskriminierte nicht zwischen H4SPT, 
H4MPT oder H4F. HPLC-Analysen der Filtrate (siehe 7.1) ergaben, dass lediglich H4SPT in 
detektierbaren Mengen vorhanden war. 
 
8  Analyse von Sequenzen und Sequenzvergleiche 
 
DNA- und Proteinsequenzen wurden mit dem Computerprogramm Lasergene 
(DNAstar, London) verarbeitet. Hiermit wurden Sequenzvergleiche und die daraus 
resultierenden Sequenzidentitäten errechnet (MegAlign von Lasergene). Mit 
Proteinsequenzen, die der SWISS-PROT-Datenbank entnommen wurden, wurden 
Sequenzvergleiche mittels BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) durchgeführt 
(http://genome.jgi-psf.org/draft_microbes/metba/metba.home.html oder http://gl-ergo.migen. 
bio.uni-goettingen.de/) (Altschul et al., 1997). 
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IV  Ergebnisse 
 
In der vorliegenden Arbeit werden Untersuchungen zu Tetrahydrofolat (H4F)-
spezifischen Enzymen in Methanosarcina ssp. vorgestellt. Als Modellorganismus wurde 
M. barkeri (Stamm Fusaro) ausgewählt, da es bereits Hinweise gab, dass Zellextrakte dieses 
Organismus Reaktionen mit H4F als Substrat katalysieren (Buchenau, 2001; Lin & Sparling, 
1998). 
M. barkeri zählt zur Ordnung der Methanosarcinales und gehört neben 
Methanobacteriales, Methanococcales, Methanopyrales und Methanomicrobiales zu den 
methanogenen Archaea, eine der größten und phylogenetisch vielseitigsten Gruppe dieser 
Domäne (Boone et al., 1993; Woese et al., 1990). Wie fast alle dieser strikt anaerob lebenden 
Organismen kann M. barkeri auf H2 und CO2, das zu Methan reduziert wird, als einzige 
Energiequellen wachsen. Darüber hinaus haben die Vertreter der Methanosarcinales, im 
Gegensatz zu Organismen der anderen Ordnungen, die Fähigkeit, Acetat, Methanol, 
Methylamine und Methylthiole als methanogene Substrate zu verwenden (Thauer, 1993; 
Thauer, 1998), was mit Anwesenheit von signifikanten Mengen an Cytochromen einhergeht 
(Kühn et al., 1983). Diese metabole Vielseitigkeit spiegelt sich auch in dem Genom von 
M. barkeri wider, das mit 4,8 Mb neben M. acetivorans (5,7 Mb; 4524 Offene Leserahmen) 
und M. mazei (4,1 Mb; 3371 Offene Leserahmen) zu den größten archaeellen Genomen 
gehört und mehr als doppelt so groß ist wie bereits sequenzierte Genome von anderen 
methanogenen Archaea (Bult et al., 1996; Smith et al., 1997). 
Sowohl in den vollständig sequenzierten Genomen von M. acetivorans und M. mazei 
als auch in dem teilsequenzierten Genomen von M. barkeri und M. thermophila wurden Gene 
identifiziert, die für putative H4F-spezifische Enzyme kodieren und deren Untersuchung 
Gegenstand dieser Arbeit sind. Im ersten Teil dieses Kapitels werden daher biochemische 
Untersuchungen beschrieben, die belegen, dass zwei dieser Gene aus M. barkeri, folD und 
glyA, für H4F-spezifische Enzyme kodieren und in dem Archaeon exprimiert werden. Im 
zweiten Teil werden Ergebnisse vorgestellt, die aufgrund von Wachstumsversuchen auf das 
Vorkommen von H4F sowie dessen de novo-Synthese in M. barkeri schließen lassen. Ein 
dritter Teil beschäftigt sich mit der Frage, ob freie p-Aminobenzoesäure als Vorläufermolekül 
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1  H4F-spezifische Enzyme in Methanosarcina barkeri 
 
Im Genom von M. barkeri und anderen Methanosarcina ssp. konnten die Gene, glyA, 
folD, purN und purH, identifiziert werden, deren abgeleitete Aminosäuresequenzen hohe 
Sequenzidentitäten zu H4F-spezifischen Enzymen aus Escherichia coli aufweisen (Abb. 4). In 
E. coli sind diese Enzyme an der Purinbiosynthese beteiligt und katalysieren folgende 
Reaktionen: GlyA (Serin-Hydroxymethyltransferase) spaltet L-Serin in Gegenwart von H4F 
in Glycin unter Bildung von Methylen-H4F; FolD (Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-
H4F-Cyclohydrolase) katalysiert die Oxidation von Methylen-H4F mit NADP+ zu Methenyl-
H4F+ und NADPH sowie die Hydrolyse von Methenyl-H4F+ zu N10-Formyl-H4F; PurN und 
PurH kodieren für Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferasen, die die Inkorporation von 
Formylgruppen ausgehend von N10-Formyl-H4F in die Positionen C8 (PurN) und C2 (PurH) 
der Purine katalysieren (siehe Abb. 2, Reaktionen 11 und 12). Wie in Abb. 4 dargestellt, 
bilden drei dieser annotierten Gene, purN, glyA und folD, im Genom von Methanosarcina ein 
Gencluster zusammen mit zwei weiteren Genen, folP und metF, deren abgeleiteten 
Aminosäuresequenzen Sequenzidentitäten zu Dihydropteroat-Synthase (FolP) und Methylen-
H4F-Reduktase (MetF) aufweisen. In E. coli ist FolP an der H4F-Synthese beteiligt und 
katalysiert die Kondensation von p-Aminobenzoesäure mit 6-Hydroxymethyl-7,8-
Dihydropterin-Pyrophosphat zu Dihydropteroat. MetF katalysiert die Reduktion von 
Methylen-H4F mit NADPH zu Methyl-H4F und NADP+ (Abb. 2, Reaktion 4). 
 
Abbildung 4: Anordnung von Genen, die für putative H4F-spezifische Enzyme und für ein putatives H4F-
Biosynthese-Enzym kodieren, im Genom von Methanosarcina barkeri (Contig. 190; Gene 1055 bis 1060). 
Die Prozentangaben in Klammern repräsentieren die Sequenzidentitäten der Genprodukte zu den entsprechenden 
Enzymen in Escherichia coli: PurN, Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase; GlyA, Serin-
Hydroxymethyltransferase; FolD, NADP+-abhängige Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolase; FolP, Dihydropteroat-Synthase; MetF, NADP+-abhängige Methylen-H4F-Reduktase; OrfX, 
Offener Leserahmen unbekannter Funktion. Grau unterlegt sind die Gene, deren Genprodukte putativ an der 
Biosynthese von Purinen beteiligt sind. (http://genome.jgi-psf.org/draft_microbes/metba/metba.home.html). 
Innerhalb der Methanosarcinales weisen die von den Genen abgeleiteten Aminosäuresequenzen zwischen 79% 




(55 %) (46%) (37%) (26%)(46%)
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Um zu zeigen, dass die Gene aus M. barkeri für Enzyme kodieren, die die erwarteten 
H4F-spezifischen Reaktionen katalysieren, wurden purN, glyA, folD und metF kloniert und in 
Escherichia coli heterolog überproduziert, um ausreichende Proteinmengen für 
charakterisierende Studien bereitzustellen. Während sich GlyA und FolD als lösliche Proteine 
überproduzieren ließen, akkumulierten MetF und PurN bei der heterologen Überproduktion 
unter Bildung von sogenannten „Inclusion Bodies“. Es wurde sich daher auf die 
Untersuchung der beiden löslichen Proteine konzentriert. 
 
 
1.1  Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) 
 
1.1.1  Eigenschaften des heterolog überproduzierten Enzyms 
 
Für die heterologe Überproduktion von FolD aus M. barkeri wurde das folD-Gen in 
den Expressionsvektor pET24b+ kloniert und in BL21(DE3)™CodonPlusRIL transformiert. 
Der gewählte Expressionsvektor ermöglichte die heterologe Überproduktion von FolD mit 
einem carboxyterminalem His6-Tag. 
E. coli-Zellextrakt mit dem überproduzierten Protein (Abb. 5, Spur 2) katalysierte 
unter Standardbedingungen die Oxidation von Methylen-H4F bei gleichzeitiger Reduktion 
von NAD+ mit einer spezifischen Aktivität von 5,1 U/mg sowie die Hydrolyse von Methenyl-
H4F+ mit einer spezifischen Aktivtät von 23,5 U/mg (Tab. 5). In Zellextrakt, der aus E. coli-
Zellen gewonnen wurde, die den Expressionsvektor ohne Insert trugen, wurde eine 
spezifische Cyclohydrolase-Aktivität von 0,03 U/mg und eine spezifische Dehydrogenase-
Aktivität mit NADP+ von 0,008 U/mg detektiert, was auf das wirtseigenen FolD 
zurückzuführen ist. Obwohl es sich bei M. barkeri um ein anaerob wachsendes Archaeon 
handelt, hatte die Anwesenheit von Luftsauerstoff keinen Einfluss auf die Aktivitäten von 
FolD. 
Die Reinigung von FolD erfolgte unter aeroben Bedingungen durch 
Affinitätschromatographie an Ni2+-NTA-Agarose. Ausgehend von 3,3 g Zellen gelang es, 
FolD 2,8-fach mit einer Ausbeute von 42% anzureichern. Wie in Tab. 5 dargestellt, wurden 
beide Aktivitäten parallel bis zu einer spezifischen Dehydrogenase-Aktivität von 11,8 U/mg 
und einer spezifischen Cyclohydrolase-Aktivität von 64,7 U/mg gereinigt, wobei das 
Verhältnis der Dehydrogenase-Aktivität zur Cyclohydrolase-Aktivität mit 0,2 konstant blieb 
(Tab. 5) und damit die Bifunktionalität belegt. 
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Tabelle 5: Reinigung von Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) aus 
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Abbildung 5: SDS-PAGE von Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) aus 
Methanosarcina barkeri heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die Proben wurden in SDS-
Probenpuffer für 5 min bei 95°C denaturiert, anschließend in einem Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und mit 
Coomassie Brilliantblau R250 gefärbt (Laemmli, 1970). Spur M, Molekularmassenstandard; Spur 1, 5 µg 
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Molekulare Eigenschaften 
 
Die Analyse des gereinigten FolD mittels SDS-PAGE zeigte eine Polypeptidbande mit 
einer apparenten molekularen Masse von ~31 kDa (Abb. 5, Spur 3). Diese unter 
denaturierenden Bedingungen determinierte apparente molekulare Masse stimmt mit der von 
der Sequenz abgeleiteten molekularen Masse von 31,87 kDa (31,05 kDa ohne His6-Tag) 
überein. Die native Größe des Enzyms wurde mit Hilfe von Gelfiltration untersucht und lag 
im Bereich von 65 kDa (Daten nicht gezeigt), was auf eine homodimere Form des Proteins 
hinweist. Dies entspricht bifunktionellen Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolasen anderer Prokaryoten, für die ebenfalls homodimere Strukturen beschrieben 




Substratspezifität. Gereinigtes FolD wurde in Enzymtests auf Substratspezifität 
getestet, indem (6S-)H4F im Standardtestansatz durch die für methanogene Organismen 
charakteristischen H4F-Analoga H4MPT und H4SPT (= H4MPT-Monoglutamat) ersetzt 
wurde. H4MPT wurde aus Methanothermobacter marburgensis und H4SPT aus 
Methanosarcina barkeri gereinigt (siehe Material). Es zeigte sich, dass FolD weder die 
Oxidation von Methylen-H4MPT noch die Oxidation von Methylen-H4SPT katalysierte, 
wobei die beiden pterinhaltigen C1-Überträger in Gegenwart von NAD+, NADP+ oder F420, 
dem Elektronenüberträger der methanogenen Archaea, getestet wurden. Darüber hinaus 
konnte Methenyl-H4MPT+ von FolD nicht hydrolysiert werden. 
Im Gegensatz zu NADP+-abhängiger Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolase aus E. coli (D'Ari & Rabinowitz, 1991) wurde für FolD aus M. barkeri eine 
Präferenz für NAD+ als Elektronenakzeptor gefunden. Unter Standardbedingungen zeigte 
FolD in Gegenwart von NADP+ (1 mM) mit 0,01 U/mg lediglich 0,1% von der Aktivtät, die 
in Gegenwart von NAD+ (1 mM) mit 9 U/mg gemessen wurde. Während monofunktionelle 
Methylen-H4F-Dehydrogenasen entweder NAD+- oder NADP+-abhängig sind (Enssle et al., 
1991), zeigen bifunktionelle Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cylohydrolasen 
mit Ausnahme von mitochondrialen Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cylohydrolasen einiger Eucarya (Barlowe & Appling, 1990; MacKenzie, 1997) eine 
Spezifität für NADP+. In dieser Hinsicht unterscheidet sich FolD aus M. barkeri von FolD 
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anderer Prokaryoten. Mit Faktor F420, dem Elektronenüberträger der methanogenen Archaea, 
zeigte das Enzym keine Reaktion. 
Apparente Km- und Vmax-Werte. Die kinetische Untersuchung zur Bestimmung von 
Km- und Vmax-Werte für FolD erfolgte durch Variation der Substratkonzentrationen im 
Standardtestansatz. Die Abhängigkeit der Geschwindigkeit (V) von der Substratkonzentration 
[S] folgte der Michaelis-Menten-Kinetik und wurde in doppelt reziproker Auftragung nach 
Lineweaver-Burk (1/V gegen 1/[S]) aufgetragen (Abb. 6). Der daraus abgeleitete apparente 
Km-Wert für NAD+ betrug 0,15 mM und der abgeleitete apparente Vmax-Wert lag bei 7,3 
U/mg. Für Methylen-H4F konnte lediglich eine Abschätzung des apparenten Km-Wertes von 
< 5 µM (gemessen in Gegenwart von 3,5 mM NAD+) vorgenommen werden, da die 
Anfangsgeschwindigkeit bei dieser niedrigsten noch messbaren Konzentration maximal war. 
Kinetiken, die in Gegenwart von Methylen-H4F-Konzentrationen unter 5 µM aufgenommen 













Abbildung 6: Graphische Darstellung zur Bestimmung des apparenten Km-Wertes von NAD+ für FolD aus 
Methanosarcina barkeri heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die spezifische Aktivität wurde in 
Abhängigkeit von der Substratkonzentration doppelt reziprok nach Lineweaver-Burk aufgetragen. Die 
Testansätze enthielten 120 mM Kaliumphosphat pH 6,0, 10 mM Formaldehyd, 0 bis 7 mM NAD+ und 30 µM 
(6S-)H4F. Die Reaktionen wurden jeweils mit 3 µg gereinigtem Protein gestartet. 
 
Die gemessenen apparenten Km-Werte liegen im Größenordnungsbereich der 
apparenten Km-Werte von bifunktionellen Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolasen und monofunktionellen Methylen-H4F-Dehydrogenasen anderer 
Organismen mit 26 bis 66 µM für Methylen-H4F bzw. 0,09 bis 0,79 mM für NAD(P)+ (D'Ari 
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& Rabinowitz, 1991; Wohlfahrt et al., 1991; Vorholt et al., 1998; Ljungdahl et al., 1980; 
Moore et al., 1974) und zwar unabhängig davon, ob das Enzyme eine anabole oder katabole 
Rolle im jeweiligen Organismus spielt (MacKenzie, 1984). Eine Ausnahme stellt Methylen-
H4F-Dehydrogenase von dem acetogenen Organismus Acetobacterium woodii dar: Für dieses 
Enzym wurden deutlich höhere apparente Km-Werte von 260 µM für Methylen-H4F und von 
4 mM für NAD+ bestimmt (Ragsdale & Ljungdahl, 1984). In acetogenen Bacteria sind H4F-
spezifische Enzyme am Energiestoffwechsel beteiligt, was sich zum einen darin 
widerspiegelt, dass die Enzyme eine um ein Vielfaches höhere spezifische Aktivität 
aufweisen und in bis zu 1000-fach höheren Mengen als in den meisten anderen Organismen 
vorkommen. 
Eine Verwandtschaft von FolD aus M. barkeri zu monofunktionellen Methylen-
H4MPT-Dehydrogenasen und Methenyl-H4MPT-Cyclohydrolasen aus Archaea oder 
monofunktionellen Methylen-H4F-Dehydrogenasen und Methenyl-H4F-Cyclohydrolasen aus 
Bacteria besteht nicht. 
 
Einfluss von pH-Wert, Temperatur und Salz 
 
pH: Der optimale pH-Wert für die Dehydrogenase-Aktivität lag bei pH 6,0, gemessen 
in 120 mM Kaliumphosphat und der optimale pH-Wert für die Cyclohydrolase-Aktivität lag 
bei pH 8,0, gemessen in 50 mM Tricin/KOH (Buchenau, 2001). 
Temperatur: Sowohl für die Dehydrogenase- als auch die Cyclohydrolase-Aktivität 
konnte ein Temperaturoptimum bei ca. 40°C bestimmt werden, was mit der optimalen 
Wachstumstemperatur des Archaeons von 37 °C in Einklang steht, jedoch deutlich unter den 
Temperaturoptima anderer Enzyme aus M. barkeri liegt (te Brömmelstroet et al., 1989; Enssle 
et al., 1991, Ma & Thauer, 1990). 
Salz: Der Testansatz, der zur Bestimmung der Cyclohydrolase-Aktivität routinemäßig 
benutzt wurde, enthielt keinen Zusatz eines Salzes. Während monofunktionelle Methenyl-
H4MPT-Cyclohydrolase aus Methanopyrus kandleri (Breitung et al., 1991) und 
Methylobacterium extorquens AM1 (Pomper, 1998) in ihrer katalytischen Effizienz in 
unterschiedlichem Ausmaß durch die Gegenwart von Salz positiv beeinflusst werden, wurde 
für die Cyclohydrolase-Aktivität von FolD aus E. coli (D'Ari & Rabinowitz, 1991) und die 
monofunktionelle Methenyl-H4F-Cyclohydrolase aus M. extorquens (Pomper, 1998) ein 
negativer Einfluss beschrieben. Aus diesem Grund wurde der Effekt von Salzen auf die 
Cyclohydrolase-Aktivität von FolD aus M. barkeri durch Zugabe von (NH4)2SO4, KCl und 
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NaCl zum Testansatz überprüft. Es zeigte sich, dass schon geringe Salzkonzentrationen von 
0,2 M (NH4)2SO4, 0,4 M KCl und 0,2 M NaCl zu einer Abnahme der Cyclohydrolase-
Aktivität um ca. 40% führten. Weitere Erhöhung der Salzkonzentrationen resultierte in einer 
Aktivitätsabnahme um bis zu 90%. 
 




Um das Genprodukt von folD in M. barkeri nachzuweisen, wurden zunächst Western-
Blot-Analysen mit Zellextrakten des Organismus durchgeführt. Der hierfür verwendete 
polyklonale Antikörper wurde zuvor durch die Immunisierung eines Kaninchens mit 
gereinigtem FolD aus M. barkeri, das heterolog in E. coli überproduziert wurde, hergestellt. 
Western-Blot-Analysen mit dem erhaltenen Antiserum zeigten eine deutliche Bande mit einer 
apparenten molekularen Masse von ca. 30 kDa in Zellextrakten von M. barkeri. 
Kreuzreaktion mit anderen Proteinen aus M. barkeri oder mit FolD aus E. coli wurden nicht 
beobachtet. Über den Vergleich der Signalstärke der Bande im Zellextrakt mit der 
Signalstärke von Banden verschiedener Konzentrationen des gereinigten Proteins wurde 
abgeschätzt, dass FolD ca. 0,05% des gesamten Zellproteins ausmacht. Dieser Wert korreliert 










Abbildung 7: Western-Blot-Analyse von Zellextrakt von Methanosarcina barkeri und von gereinigtem 
FolD heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die Proben wurden in SDS-Probenpuffer für 5 min bei 
95°C denaturiert, anschließend in einem Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert. 
Zur Detektion wurde Kaninchen-Antiserum, das spezifisch gegen FolD aus M. barkeri gerichtet war, verwendet. 
Spuren 1-5, gereinigtes FolD (0,01 µg; 0,05 µg; 0,1 µg; 0,5 µg; 1 µg); Spur 6, 130 µg Zellextrakt. Als 
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Partielle Reinigung von FolD aus M. barkeri 
 
Zellextrakte von M. barkeri, die in Gegenwart von Methanol gezogen wurden, 
katalysierten unter Standardbedingungen die Oxidation von Methylen-H4F mit NAD+ mit 
einer spezifischen Aktivität von 0,01 U/mg sowie die Hydrolyse von Methenyl-H4F+ mit einer 
spezifischen Aktivität von 0,1 U/mg (Tab. 6). Die gemessenen Aktivitäten lagen aufgrund der 
Ergebnisse der Western-Blot-Analyse (Abb. 7) im Erwartungsbereich. 
Um ausschließen zu können, dass es sich bei den gefundenen Aktivitäten um 
unspezifische Nebenreaktionen der monofunktionellen Methanogenese-Enzyme Methylen-
H4MPT-Dehydrogenase (Mtd) bzw. Methenyl-H4MPT-Cyclohydrolase (Mch) handelte, die 
im Zellextrakt mit spezifischen Aktivitäten von 13,5 U/mg bzw. 1,8 U/mg vorhanden waren 
(Tab. 6), wurde FolD aus M. barkeri durch Chromatographie partiell gereinigt. 
 
Tabelle 6: Reinigung von Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) aus 
Methanosarcina barkeri. Die genaue Vorgehensweise ist in Material und Methoden beschrieben. DH, 












































































































*bezogen auf Cyclohydrolase-Aktivität 
 
Bei früheren Reinigungsversuchen konnten nach dem ersten Chromatographie-Schritt 
keine FolD-Aktivitäten detektiert werden, was vermutlich daran lag, dass das in nur sehr 
geringen Mengen vorkommende Enzym während des ersten Reinigungsschritts stark 
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ausverdünnt wurde und infolgedessen die Enzymtests nicht ausreichend sensitiv waren. 
Darüber hinaus könnten die bei den chromatographischen Auftrennungen verwendeten 
Salzpuffer zu Inhibition der Enzymaktivtäten geführt haben (siehe Seite 40). Mit Hilfe des 
Antikörpers war es nun möglich, auch geringe Mengen FolD zu detektieren und so eine 
Reinigung zu erreichen. Ähnlich wie schon für die Reinigung des heterolog überproduzierten 
FolD, wurde die Dehydrogenase- als auch Cyclohydrolase-Aktivität parallel angereichert. 
Nach 52-facher Anreicherung war FolD vollständig von Mtd und Mch separiert (Tab. 6), 
wodurch eine unspezifische Umsetzung von Methylen-H4F bzw. Methenyl-H4F+ durch die 
beiden letztgenannten Proteine ausgeschlossen wurde. 
 
 
1.2  Serin: H4F-Hydroxymethyltransferase (GlyA) 
 
1.2.1 Eigenschaften des heterolog überproduzierten Enzyms 
 
Um zu zeigen, dass das glyA-Gen aus M. barkeri für eine H4F-spezifische Serin-
Hydroxymethyltransferase kodiert, wurde glyA mit Hilfe des Expressionsvektors pET24b+ in 
E. coli BL21(DE3)™CodonPlus-RIL überexprimiert. Der Expressionsstamm enthielt das 
Plasmid pCodonPlus-RIL, das zur Erhöhung des Gehaltes an in E. coli seltenen Transfer-
RNAs für die Aminosäuren Arginin, Isoleucin und Leucin dient, da sich insbesondere für 
diese Aminosäuren Unterschiede zwischen E. coli und M. barkeri in der Benutzung der 
Codons ergeben. Ohne dieses zusätzliche Plasmid konnte keine heterologe Überproduktion 
von GlyA detektiert werden. 
Kulturen zur Überexpression von GlyA wurden aerob in Gegenwart von 0,1 mM 
Pyridoxal-5`-Phosphat (PLP) bei 37°C gezogen und nach Erreichen einer ∆OD578 von 0,7 
durch Zugabe von IPTG mit einer Endkonzentration von 1 mM für 3 h induziert. PLP ist eine 
prosthetische Gruppe von Serin-Hydroxymethyltransferasen und sollte zur Stabilisierung des 
Enzyms beitragen (Dr. R. Contestabile, persönliche Mitteilung). 
Nach Zentrifugation des E. coli-Lysats wurde das rekombinant produzierte Enzym in 
der löslichen Fraktion detektiert und zeigte in SDS-PAGE eine apparente molekulare Masse 
von 43 kDa (Abb. 8, Spur 1). Unter Standardbedingungen katalysierten E. coli-Zellextrakte 
mit überproduziertem GlyA in Gegenwart von (6S-)H4F die Spaltung von L-Serin unter 
Bildung von Methylen-H4F und Glycin mit einer spezifischen Aktivität von 0,55 U/mg 
(Tab. 7). Die spezifische Aktivität in E. coli-Zellextrakten, die den Expressionsvektor ohne 
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Insert trugen, betrug lediglich 0,01 U/mg, was auf die Aktivität der wirtseigenen Serin-
Hydroxymethyltransferase zurückzuführen ist. 
Für die Reinigung von Serin-Hydroxymethyltransferase wurden Ammoniumsulfat-
Fällungen, Chromatographie an Hydroxyapatit und Gelfiltration an einer Superdex 75 
angewendet. Allen Reinigungspuffern wurde 0,1 mM PLP zugesetzt. Die Reinigung wurde 
unter aeroben Bedingungen durchgeführt, da das Enzym keine Sensitivität gegenüber 
Sauerstoff zeigte. Ausgehend von 6,5 g Zellen gelang es, Serin-Hydroxymethyltransferase 
7,5-fach mit einer Ausbeute von 109 % bis zu einer spezifischen Aktivität von 4,1 U/mg 
anzureichern (Tab. 7). Vermutlich wurde die spezifische Aktivität von GlyA im Zellextrakt 
aufgrund von inhibierenden Einflüssen anderer Proteine oder Zellkomponenten 
unterbestimmt. Nach SDS-PAGE-Analyse (Abb. 8, Spur 4) ist neben dem gereinigten Enzym 
eine weitere Bande bei ca. 38 kDa zu erkennen. Diese „Kontamination“ ließ sich weder durch 
Gelfiltration noch durch Chromatographie an einer UnoQ-Säule abtrennen. Um ausschließen 
zu können, dass es sich bei dem gereinigten Protein um Serin-Hydroxymethyltransferase aus 
E. coli handelte, wurde die aminoterminale Aminosäuresequenz des gereinigten Polypeptids, 
das bei 43 kDa im SDS-PAGE migrierte, über Edman-Abbau bestimmt. Die erhaltene 
Sequenz M-YIEKTDPELFE stimmte erwartungsgemäß mit der abgeleiteten Sequenz von 
glyA aus M. barkeri (MSYIEKTDPELFE), nicht aber mit der abgeleiteten Sequenz von glyA 
aus E. coli (MLKREMNIADYDA) überein. 
 
Tabelle 7: Reinigung von Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA) aus Methanosarcina barkeri heterolog 






























































































Abbildung 8: SDS-PAGE von Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA) aus Methanosarcina barkeri 
heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die Proben wurden für 5 min bei 95°C in SDS-Probenpuffer 
denaturiert, anschließend in einem Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und mit Coomassie Brilliantblau R250 
gefärbt (Laemmli, 1970). Spur M, Molekularmassenstandard; Spur 1, Zellextraktprotein; Spur 2, 
Ammoniumsulfat-Fraktion; Spur 3, Hydroxyapatit-Fraktion; Spur 4, Superdex 75-Fraktion. Es wurde jeweils 






Die apparente molekulare Masse von Serin-Hydroxymethyltransferase wurde unter 
denaturierenden Bedingungen bestimmt und eine apparente molekulare Masse von 43 kDa 
determiniert (Abb. 8, Spur 4). Diese Masse ist kleiner als die von der Aminosäuresequenz 
abgeleiteten Masse von 45,05 kDa. Eine MALDI/TOF-Analyse des gereinigten Proteins ergab 
eine molekulare Masse von 44,88 kDa. Die native Größe wurde mittels Gelfiltration 
untersucht und lag bei 100 kDa, was auf eine homodimere Struktur des Enzyms hindeutet. 
Dies entspricht anderen Serin-Hydroxymethyltransferasen, für die ebenfalls eine homodimere 
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Biophysikalische Eigenschaften 
 
UV/Visible-Spektroskopie. Präparationen von Serin-Hydroxymethyltransferase 
wiesen eine leicht gelbe Färbung auf, was auf eine chromophore Gruppe hinweist. Da Serin-
Hydroxymethyltransferase zu der Familie der B6-abhängigen Enzyme gehört (Contestabile et 
al., 2001; Hayashi, 1995), die als prosthetische Gruppe ein Pyridoxal-5`-Phosphat (PLP) 
besitzen, wurde dessen Anwesenheit durch ein UV/Visible-Spektrum bestätigt. In 
Abwesenheit von Substrat zeigt GlyA ein typisches Spektrum mit einem 
Absorptionsmaximum bei 425 nm, dass durch die Bildung einer Schiff`schen Base (Aldimin) 
zwischen der Aldehydgruppe von PLP und der ε-Aminogruppe eines Lysylrestes des Proteins 
hervorgerufen wird (Abb. 9). Nach Zugabe von Glycin und (6S-)H4F zum gereinigten Enzym 
wurde ein Absorptionsspektrum mit einem Maximum bei 495 nm induziert, was für die 
Bildung der Quinoidstruktur zwischen Glycin und PLP unter diesen Bedingungen 














Abbildung 9: UV/Visible-Spektrum von gereinigter Serin-Hydroxymethyltransferase in Gegenwart von 
Glycin und (6S-)H4F. Darstellung der Spektren des gereinigten Enzyms (0,8 mg/ml) in 20 mM Kaliumphosphat 
pH 7,2 (schwarze Linie) sowie nach sukzessiver Zugabe von 0,1 mM Glycin (rote Linie) und 10 µM (6S-)H4F 
(blaue Linie). 
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Katalytische Eigenschaften 
 
Substratspezifität. Bisher wurden zwei Serin-Hydroxymethyltransferasen aus 
methanogenen Archaea charakterisiert. Sowohl für GlyA aus Methanothermobacter 
thermoautotrophicus als auch für GlyA aus Methanococcus jannaschii konnte H4MPT als 
Substrat identifiziert werden. Während GlyA aus M. thermoautotrophicus, zu dem GlyA aus 
M. barkeri 37% Sequenzidentität zeigt, strikt H4MPT-abhängig ist (Hoyt et al., 1986), wurde 
für GlyA aus M. jannaschii, zu dem GlyA aus M. barkeri 35% Sequenzidentität zeigt, 
gefunden, dass neben H4MPT auch H4F als Substrat dienen kann, wobei mit H4F eine 450-
fache geringere Effizienz gemessen wurde (Angelaccio et al., 2003). Um die Spezifität von 
GlyA aus M. barkeri zu untersuchen, wurde die Enzymaktivität mit H4F, H4MPT und H4SPT 
getestet. Es zeigte sich, dass GlyA L-Serin nicht nur in Gegenwart von H4F, sondern auch in 
Gegenwart von H4MPT spaltete, wobei die katalytische Effizienz mit H4MPT weniger als 1% 
betrug (siehe app. Km-Werte). Mit H4SPT konnte keine Bildung von Methylen-H4SPT 
detektiert werden. Diese Daten bestätigen Aktivitätsmessungen von Lin & Sparling (1998), 
die in Zellextrakten von M. barkeri die Spaltung von [3-14C]-L-Serin in Gegenwart von H4F 
mit einer spezifischen Aktivität von 1,8 mU/mg detektieren konnten. H4F konnte in dieser 
Reaktion weder durch H4MPT noch durch H4SPT ersetzt werden. 
 
Substratinhibition. Für die Serin-Hydroxymethyltransferase-Aktivität wurde 
beobachtet, dass Konzentrationen von (6S-)H4F über 15 µM im Reaktionsansatz zu einer 
Abnahme der spezifischen Aktivität um bis zu 40% führten (Abb. 10). Diese 
Substratinhibition wurde ebenfalls für Serin-Hydroxymethyltransferase aus E. coli 
beschrieben, wobei der inhibitorische Effekt vermutlich durch die Bindung von H4F an den 
binären Enzym-Glycin-Komplex unter Bildung eines inaktiven Proteins zustande kam (un-
kompetitive Substratinhibition) (Contestabile et al., 2001). Eine Aktivitätsabnahme wurde 
hier ab einer H4F-Konzentration > 70 µM festgestellt. 
Anders als für Serin-Hydroxymethyltransferasen anderer Organismen gezeigt (Hoyt et 
al., 1986; Schirch & Mason, 1963; Schirch et al., 1985), konnte eine Erhöhung der 
spezifischen Aktivität von GlyA aus M. barkeri in Gegenwart von Mg2+ und/oder PLP nicht 
festgestellt werden. Eine Begründung hierfür könnte darin liegen, dass sowohl die 
Überproduktion als auch die Reinigung von GlyA in Gegenwart von 0,1 mM PLP 
durchgeführt wurde und somit PLP in ausreichender Menge in den Enzympräparationen 
vorlag. 
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Abbildung 10: Abhängigkeit der Serin-Hydroxymethyltransferase-Aktivität von der (6S-)H4F-
Konzentration. Die Aktivitätsbestimmungen erfolgten mit 1 µg gereinigtem Protein unter Standardbedingungen 
wie in Material und Methoden beschrieben. 
 
Apparente Km- und Vmax-Werte. Die Bestimmung von apparenten Km-Werten für 
GlyA erfolgte durch Variation der Substratkonzentrationen im Standardtestansatz. Aufgrund 
der beobachteten Substratinhibition wurden bei der Bestimmung des apparenten Km-Werts 
von (6S-)H4F nur Messungen bis 15 µM (in Gegenwart von 7 mM L-Serin) bei der doppelt 
reziproken Auftragung nach Lineweaver-Burk (1/V gegen 1/[S]) berücksichtigt (Abb. 11, A) 
und die Bestimmung des apparenten Km-Werts für L-Serin in Gegenwart von 15 µM (6S-)H4F 
durchgeführt (Abb. 11, B). Die aus den Graphen abgeleiteten apparenten Km-Werte für 
(6S-)H4F bzw. für L-Serin betrugen 2 µM bzw. 0,2 mM. Der apparente Vmax-Wert lag bei 
ca. 6 U/mg. Der apparente Km-Wert für H4MPT konnte lediglich auf > 0,3 mM mit einem 
apparenten Vmax-Wert von < 1 U/mg abgeschätzt werden, da H4MPT-Konzentrationen 
oberhalb von 0,6 mM nicht messbar waren. 
Insgesamt zeigt ein Vergleich der apparenten Km-Werte von GlyA aus M. barkeri mit 
den apparenten Km-Werten von GlyA aus E. coli (app. Km (L-Serin) = 0,3 mM und app. Km 
(H4F) = 25 µM (Schirch et al., 1985)) und GlyA aus M. thermoautotrophicus 
(app. Km (L-Serin) = 2,8 mM und app. Km (H4MPT) = 1,8 mM (Hoyt et al., 1986)) oder 
M. jannaschii (app. Km (L-Serin) = 0,8 mM und app. Km (H4MPT) = 0,1 mM (Angelaccio et 
al., 2003), dass das Enzym aus M. barkeri stärker der bakteriellen als der archaeellen Serin-
Hydroxymethyltransferase ähnelt. 
 



























Abbildung 11: Graphische Darstellung zur Bestimmung des apparenten Km-Wertes von (A) (6S-)H4F und 
von (B) L-Serin für GlyA aus Methanosarcina barkeri heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die 




Retroaldolspaltung anderer α-Hydroxy-Aminosäuren. Studien bezüglich der 
Substratspezifität von Serin-Hydroxymethyltransferasen aus Pro- und Eucaryoten haben 
gezeigt, dass GlyA neben der Spaltung von L-Serin unter anderem auch die H4F-unabhängige 
Retroaldolspaltung verschiedener β-Hydroxy-Aminosäuren in Glycin und ein 
korrespondierendes Aldehyd katalysiert (Schirch, 1982). Für GlyA aus M. barkeri wurde 
gefunden, dass das Enzym sowohl L-Threonin als auch L-allo-Threonin in Glycin und 
Acetaldehyd spalten kann. Der apparente Km-Wert für L-Threonin lag bei 2 mM mit einem 
apparenten Vmax von 0,4 U/mg (Abb. 12, A) bzw. für L-allo-Threonin bei 0,3 mM mit einem 
apparenten Vmax von 1,6 U/mg (Abb. 12, B). 
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Abbildung 12: Graphische Darstellung zur Bestimmung des apparenten Km-Wertes von (A) L-Threonin 
und (B) L-allo-Threonin für GlyA aus Methanosarcina barkeri heterolog überproduziert in Escherichia 
coli. Die spezifische Aktivität wurde in Abhängigkeit von der Substratkonzentration doppelt reziprok nach 
Lineweaver-Burk aufgetragen. Die Testansätze enthielten 20 mM Kaliumphosphat pH 7,2, 0,25 mM NADH, 
25 U Alkohol-Dehydrogenase (aus Hefe) und 100 µg gereinigtes GlyA. Die Reaktion wurde duch Zugabe von 
0,03 bis 6,5 mM L-Threonin bzw. 0,2 bis 26 mM L-allo-Threonin gestartet. 
 
 
1.2.2 Nachweis von GlyA in M. barkeri 
 
Eine Western-Blot-Analyse mit Zellextrakten von M. barkeri sollte zeigen, ob das 
Genprodukt von glyA in M. barkeri nachweisbar ist. Der hierfür verwendete polyklonale 
Antikörper wurde zuvor durch die Immunisierung eines Kaninchens mit gereinigtem GlyA 
aus M. barkeri, das heterolog in E. coli überproduzierten wurde, hergestellt. 
Nach Western-Blot-Analysen mit dem erhaltenen Antiserum konnte im Zellextrakt 
von M. barkeri eine deutliche Bande auf gleicher Höhe mit der Bande von gereinigtem GlyA 
(ca. 43 kDa) detektiert werden (Abb. 13). Über den Vergleich der Signalintensität der Bande 
im Zellextrakt mit den Signalintensitäten von Banden verschiedener Konzentrationen von 
gereinigtem Protein wurde abgeschätzt, dass der Anteil von GlyA bezogen auf das 
Gesamtzellprotein ca. 0,1% betrug. Diese Konzentration korreliert mit der spezifischen 
Aktivität von Serin-Hydroxymethyltransferase von 1,8 mU/mg in Zellextrakten von 
M. barkeri, die durch Lin & Sparling (1998) bestimmt wurden. 
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Abbildung 13: Western-Blot-Analyse von Zellextrakt von Methanosarcina barkeri und von gereinigtem 
GlyA heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die Proben wurden in SDS-Probenpuffer für 5 min bei 
95°C denaturiert, anschließend in einem Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert. 
Zur Detektion wurde Kaninchen-Antiserum, das spezifisch gegen GlyA aus M. barkeri gerichtet war, verwendet. 
Spuren 1-4, gereinigtes GlyA (0,1 µg; 0,05 µg; 0,01 µg; 0,005 µg); Spur 5, 10 µg Zellextraktprotein. Als 
Molekularmassenstandard diente Precision Plus Protein™ Standards. 
 
 
1.3 Methylen-H4F-Reduktase (MetF) und Phosphoribosylglycinamid-  
      Formyltransferase (PurN) 
 
Wie bereits zu Anfang erwähnt, bilden die Gene glyA und folD zusammen mit den 
Genen metF und purN ein Cluster im Genom von M. barkeri (Abb. 4). Da bereits für zwei 
dieser Enzyme gezeigt werden konnte, dass sie die erwarteten Reaktionen mit H4F 
katalysieren, sollten auch metF und purN diesbezüglich untersucht und gezeigt werden, dass 
metF für Methylen-H4F-Reduktase und purN für Phosphoribosylglycinamid-
Formyltransferase kodiert. Sowohl das metF- als auch purN-Gen wurde mittels des 
Expressionsvektors pET24b+ in BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL überexprimiert. Wie zu 
Beginn erwähnt, kam es zu vermehrter Akkumulation der Proteine in Form von „Inclusion 
Bodies“. Im Folgenden werden Versuche, die unternommen wurden um die Löslichkeit von 
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1.3.1 Heterologe Überproduktion unter Bildung von „Inclusion Bodies“ 
 
E. coli-Zellen, die mit dem Expressionsplasmid pET24b+/metF transformiert worden 
waren, wurden aerob bei 37 °C auf LB-Medium gezogen. Bei einer optischen Dichte von 0,7 
erfolgte die Induktion mit 1 mM IPTG für 3 h bei 37°C. SDS-PAGE-Analysen der Zellen vor 
und nach der Induktion ergaben, dass sich das metF-Genprodukt aus M. barkeri in E. coli 
überproduzieren ließ. Abb. 14 zeigt eine deutliche Bande bei ca. 31 kDa in aufgetrennten 
Zellextraktproteinen von E. coli (Abb. 14, Spuren 1 und 2). Die apparente Masse stimmt mit 
der von der Aminosäuresequenz abgeleiteten Masse von 31,77 kDa überein. 
Zentrifugation des Zellaufschlusses bei 10 000 x g und anschließende SDS-PAGE-
Analyse des Überstands und des resuspendierten Pellets ergaben, dass MetF quantitativ mit 
den Zelltrümmern pelletierte und somit unlöslich in Form sogenannter „Inclusion Bodies“ 
produziert wurde (Abb. 14, Spuren 3-6). Zellextrakte induzierter Expressionszellen wiesen 
keine Methylen-H4F-Reduktase-Aktivität auf. 
 
Abbildung 14: SDS-PAGE von heterolog in E. coli überproduziertem MetF aus Methanosarcina barkeri. 
Für die Proteinanalyse der Expressionszellen wurden die Proben in SDS-Probenpuffer für 5 min bei 95°C 
denaturiert, über ein Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und anschließend mit Coomassie Brilliantblau R250 
gefärbt (Laemmli, 1970). Spur M, Molekularmassenstandard; Spur 1, E. coli-Zellen vor Induktion mit IPTG; 
Spur 2, E. coli-Zellen 3 h nach Induktion mit IPTG; Spur 3, E. coli-Lysat; Spur 4; unlösliche Fraktion des 
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Modifikationen der Überexpressionsbedingungen 
 
Durch Anhäufung von neu synthetisierten Polypeptiden während der Überproduktion 
eines Proteins kann es zur Bildung von „Inclusion Bodies“ kommen. Die erhöhten 
Konzentrationen solcher Faltungsintermediate begünstigen die Aggregation und 
Fehlfaltungen der Polypeptidketten gegenüber dem eigentlichen Faltungsprozeß zum nativen 
Protein (Kohno et al., 1990). Im Folgenden werden die Modifikationen der 
Expressionsbedingungen, die zur Förderung der Löslichkeit von MetF angewendet wurden, 
beschrieben. 
Änderung der Expressionsstärke von metF. Zunächst wurde die 
Induktorkonzentration reduziert (1 mM bis 0,05 mM) bzw. vollständig auf eine Induktion der 
T7-RNA-Polymerase-Expression durch IPTG verzichtet. Obwohl diese Strategie bei der 
homologen Überproduktion von MetF aus E. coli in E. coli zu löslichem Protein führte 
(Sheppard et al., 1999), hatte die Herabsetzung der T7-Polymerase-Verfügbarkeit und die 
damit reduzierte metF-Expression keinen Einfluss auf die Löslichkeit von MetF aus 
M. barkeri. 
Änderung der Wachstumsbedingungen von E. coli. Die Kultivierung des 
Expressionsstamms auf M9-Minimalmedium zeigte im Vergleich zu Zellen, die auf LB-
Medium gezogen wurden, keine Erhöhung der Löslichkeit des Proteins. Auch die 
Herabsetzung der Wachstumstemperatur auf 18°C beeinflusste die „Inclusion Body“-Bildung 
nicht. 
Da MetF als prosthetische Gruppe ein FAD besitzt, wurde vermutet, dass FAD 
während des Faltungsprozesses eine wichtige Rolle spielen könnte. Sämtlichen 
Überexpressionsansätzen wurden daher wahlweise 10 µM Riboflavin (Vorläufer von FAD) 
(Sheppard et al., 1999) oder Vitamin- und Spurenelemente-Lösung des M. barkeri-Mediums 
(siehe Material und Methoden) zugesetzt. Eine Erhöhung der Löslichkeit von MetF durch 
Supplementierung des Mediums mit diesen Zusätzen konnte nicht festgestellt werden. 
Um zu prüfen, ob die Redoxbedingungen Einfluss auf die heterologe Produktion der 
Methylen-H4F-Reduktase aus dem strikt anaerob wachsenden Archaeons haben, wurde E. coli 
anaerob auf Glucose/Nitrat bzw. Glycerol/Fumarat gezogen und induziert. Die anaerobe 
Überproduktion hatte keinen positiven Effekt auf die Löslichkeit der heterolog produzierten 
Methylen-H4F-Reduktase. 
Produktion von MetF als Fusionsprotein. Die Faltung und/oder Löslichkeit eines 
Proteins kann unter Umständen durch die Überproduktion des Proteins als Fusionsprotein 
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verbessert werden. Die Fusionierung von MetF an einen His6-Tag und anschließender 
Überproduktion in BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL resultierte in unlöslichem Protein. Das 
gleiche Ergebnis wurde für die Überproduktion von MetF mit einem aminoterminalem 
Thioredoxin-Tag in E. coli AD494 (unterstützt die Bildung von Disulfidbrückenbindungen 
von Proteinen) gefunden. Eine Überproduktion in BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL für MetF 
fusioniert mit einem Strep-Tag II konnte nicht detektiert werden. 
Demgegenüber führte die Fusion von metF an malE zur Überproduktion eines 
Fusionsproteins mit dem Maltose-Binde-Protein in BL21-CodonPlus™(DE3)-RIL in einer 
löslichen, aber inaktiven Form. Es wurde angenommen, dass MalE aufgrund seiner 
molekularen Masse von 43 kDa die Aktivtät von MetF (~32 kDa) negativ beeinflusst bzw. 
inhibiert. Ein Abspalten des MalE-Proteins gelang nur unter sehr stringenten Bedingungen 
(Inkubation mit Faktor Xa für > 48 h bei 25°C in Gegenwart von 0,02% SDS), was zur 
gleichzeitigen Proteolyse von MetF führte. 
Koexpressionsversuche mit Chaperonen. Ob die gleichzeitige Produktion von MetF 
mit Chaperonen einen Einfluss auf den Faltungsprozess von MetF hat, wurde durch 
Koexpression der jeweiligen Gene untersucht. Für die Expression von metF bei gleichzeitiger 
Produktion der Chaperon-Systeme GroESL oder DnaK wurden E. coli BL21-
CodonPlus™(DE3)-RIL zunächst mit dem groESL-tragenden Plasmid (Goloubinoff et al., 
1989) oder aber mit den beiden DnaK-System-tragenden Plasmiden (DnaK benötigt 
Helferchaperone, deren Gene auf dem grpE-Plasmid kodiert waren) transformiert (Tomoyasu 
et al., 2001). Anschließend wurden diese Zellen mit dem Expressionsvektor pET24b+/metF 
transformiert. Für beide Systeme gelang eine Überproduktion von MetF, jedoch in unlöslicher 
Form. 
 
In vitro Rückfaltung 
 
Andere Proteine wie z. B. MtaB aus M. barkeri, die heterolog in E. coli als “Inclusion 
Bodies“ überproduziert wurden, konnten erfolgreich renaturiert werden (Sauer & Thauer, 
1997). In vitro Rückfaltungsversuche mit MetF in Anlehnung an das für MtaB beschriebene 
Rückfaltungsprotokoll, indem das Protein zunächst durch 6,6 M Harnstoff denaturiert und im 
Anschluss durch 66-fache Verdünnung renaturiert werden konnte, waren nicht erfolgreich, da 
während des kritischen Schrittes der Rückfaltung durch Verdünnung das Protein präzipitierte. 
Den Prozess der Rückfaltung zu verlangsamen, indem MetF über Nacht dialysiert wurde, 
führte ebenfalls nicht zu löslichem Protein. Eine zweite Methode nach Vuillard und Freeman, 
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(Goldberg et al., 1996; http://www-cryst.bioc.cam.ac.uk/hosts/ndsb/protocol2.html) bei der 
das Protein zunächst durch 6 M Guanidin denaturiert und im Anschluss durch 10-
fachesVerdünnen in 1 M NDSB-Puffer (siehe Material und Methoden 3.5.3) renaturiert wird, 
führte ebenfalls nicht zum gewünschten Erfolg. 
 
 




MetF konnte in Zellextrakten von M. barkeri nicht durch Aktivitätsbestimmungen 
nachgewiesen werden (siehe auch Buchenau, 2001). Auch mit einem Testansatz, bei dem 
[14C-Methyl]-H4F in Gegenwart des Elektronenakzeptors Menadion durch MetF zu 
[14C-Methylen]-H4F oxidiert wird (siehe Material und Methoden), war keine Aktivität 
detektierbar. Als interner Standard wurde gereinigte Methylen-H4F-Reduktase aus E. coli, die 




Um ein mögliches Genprodukt von metF in M. barkeri nachzuweisen, wurden 
Western-Blot-Analysen mit Zellextrakten des Organismus durchgeführt. Für die Herstellung 
von polyklonalen Antikörpern wurde MetF-His6, das als unlösliches Protein in E. coli 
heterolog überproduziert wurde, unter denaturierenden Bedingungen (siehe Material und 
Methoden 3.5.3) gereinigt und Antikörper durch Immunisierung eines Kaninchens hergestellt. 
Der in Abb. 15 dargestellte Western-Blot zeigt, dass mit Hilfe des Antiserums zwei Banden 
von ca. 30 kDa und 60 kDa im Zellextrakt von M. barkeri detektierbar waren. Verglichen mit 
der Bande des gereinigten Enzyms zeigte sich jedoch, dass diese Banden nicht der erwarteten 
Größe von MetF (~32 kDa) entsprachen. Unklar ist, ob es sich bei diesen Banden um eine 
modifizierte Form von MetF handelt oder die Antikörper unspezifisch mit anderen 
Zellproteinen reagieren. Versuche, MetF durch Ammoniumsulfat-Fällungen oder 
Chromatographie an Q-Sepharose von anderen Zellproteinen zu separieren, um eine Bande zu 
erhalten, die eindeutig MetF zuzuordnen ist, waren nicht erfolgreich. 
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Abbildung 15: Western-Blot-Analyse von Zellextrakt von Methanosarcina barkeri und von gereinigtem 
MetF heterolog überproduziert in Escherichia coli. Die Proben wurden in SDS-Probenpuffer für 5 min bei 
95°C denaturiert, anschließend in einem Polyacrylamidgel (11%) aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert. 
Zur Detektion wurde Kaninchen-Antiserum, das gegen denaturiertes MetF aus M. barkeri gerichtet war, 
verwendet. Spuren 1-3, gereinigtes MetF (0,5 µg; 0,1 µg und 0,05 µg); Spur 4, 50 µg Zellextraktprotein. Als 
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2  Wachstum von M. barkeri in Abhängigkeit von Folsäure bzw.    
    p-Aminobenzoesäure 
 
Nachdem in M. barkeri H4F-spezifische Enzyme nachgewiesen werden konnten, galt 
es zu klären, ob das Archaeon H4F enthält bzw. zur Biosynthese von H4F fähig ist. Die 
niedrigen Km-Werte für (6S-)H4F (FolD) und Methylen-H4F (GlyA) von < 5 µM lassen 
vermuten, dass die intrazelluläre H4F-Konzentration in M. barkeri im mikromolaren Bereich 
und somit um mehr als den Faktor 100 unter der intrazellulären H4SPT-Konzentration von 
3 mM (siehe Ergebnisse 3.2) liegt. 
 
 
2.1 Wachstum in Abhängigkeit von der Vitaminkonzentration 
 
Da bei der standardmäßigen Kultivierung nach Karrasch et al. (1989) sowohl Folsäure 
als auch p-Aminobenzoesäure, ein Intermediat der H4F- und H4MPT-/H4ST-Synthese, im 
Medium enthalten ist (Material und Methoden, Tab. 1), wurde zunächst untersucht, ob diese 
beiden Komponenten für das Wachstum von M. barkeri notwendig sind. Aus diesem Grund 
wurden Wachstumsversuche durchgeführt, bei denen M. barkeri in Abwesenheit bzw. in 
Gegenwart von verschiedenen Konzentrationen von Folsäure und/oder p-Aminobenzoesäure 
im Medium kultiviert wurde (Abb. 16). Es wurde festgestellt, dass M. barkeri kaum mehr in 
der Lage war zu wachsen, wenn beide Vitamine aus dem Medium weggelassen wurden. Um 
die Eintragung von Folsäure bzw. p-Aminobenzoesäure in die Versuchsansätze durch das 
Inokulum gering zu halten, war es notwendig, die Zellen zunächst an geringere 
Konzentrationen von Folsäure oder p-Aminobenzoesäure im Medium zu adaptieren. (Im 
jeweiligen Ansatz ohne Vitaminzugabe ist noch leichtes Wachstum zu beobachten, was durch 
das Einbringen von p-Aminobenzoesäure oder Folsäure durch das Inokulum zu begründen 
ist.) Wachstum konnte erst durch die Zugabe von Folsäure oder p-Aminobenzoesäure zum 
Medium rekonstituiert werden (Abb. 16). Um optimales Wachstum zu erreichen, musste das 
Medium mit ca. 200 nM Folsäure oder ca. 20 nM p-Aminobenzoesäure supplementiert 
werden. Diese Werte sind um die durch das Inokulieren maximal eingebrachte 
Vitaminkonzentration korrigiert. Höhere Konzentrationen hatten keinen signifikanten Effekt 
bezüglich der Wachstumsrate oder der erreichten Zellmasse von ca. 5 g Feuchtzellen pro 
Liter. Bei einer p-Aminobenzoesäure-Konzentration von ca. 5 nM, d. h. unter 
p-Aminobenzoesäure-limitierende Bedingungen, wurden ca. 3 g Feuchtzellen pro Liter 
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erhalten, woraus sich eine intrazelluläre Konzentration von ca. 5 µM p-Aminobenzoesäure 
bzw. daraus synthetisierten Komponenten ergibt. Für diese Abschätzung wurde angenommen, 
dass das intrazelluläre Volumen 3,3 µl pro mg Zellprotein beträgt (Blaut & Gottschalk, 1984), 
dass Protein zu Feuchtzellmasse im Verhältnis von 1:10 steht und dass p-Aminobenzoesäure 
bei Wachstumsende vollständig in die Zellen aufgenommen wurde. 
 
 
Abbildung 16: Abhängigkeit des Wachstums von Methanosarcina barkeri von (A) Folsäure oder (B) 
p-Aminobenzoesäure. Die Kultivierung erfolgte in Gegenwart von (A) Folsäure-Konzentrationen von 0 µM 
(■), 0,06 µM (●), 0,1 µM (□), 0,16 µM (○), 0,27 µM (▲) oder 0,41 µM (∆) und (B) p-Aminobenzoesäure-
Konzentrationen von 0 nM (■), 5 nM (○), 10 nM (●), 18 nM (▼) oder 35 nM (∆). Die angegebenen Werte 
wurden um die maximal eingebrachte Vitaminkonzentration durch das Inokulum korrigiert. 
 
Dieses Ergebnis zeigt, dass Folsäure bzw. p-Aminobenzoesäure ein Vitamin für 
M. barkeri darstellt, wobei das eine Vitamin durch das andere ersetzt werden kann. Daraus 
lässt sich ableiten, dass das Archaeon seinen H4F-Bedarf sowohl über die Aufnahme von 
Folsäure als auch über die Aufnahme von p-Aminobenzoesäure decken kann. Da es sich bei 
Folsäure um die oxidierte Form des Pterins handelt, scheint M. barkeri in der Lage zu sein, 
das Molekül in seine reduzierte und damit biologisch aktive Form zu überführen. Es wurde 
jedoch bisher in den Methanogenen kein Homolog zur Dihydrofolat-Reduktase, die die 
Reduktion von Dihydrofolat zu Tetrahydrofolat katalysiert, gefunden (Caccamo et al., 2004). 
Desweiteren lässt sich schlussfolgern, dass in Abwesenheit von Folsäure M. barkeri H4F 
ausgehend von p-Aminobenzoesäure de novo synthetisieren kann. 
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2.2 Inhibition des Wachstums durch Sulfanilamid 
 
Um die Hypothese, dass M. barkeri zur H4F-Synthese in der Lage ist, zu überprüfen, 
wurden Wachstumsstudien mit Sulfanilamid durchgeführt. Der bakteriostatische 
Wirkmechanismus der Sulfonamide (p-Aminobenzolsulfonamid) beruht auf einer 
kompetitiven Hemmung der Dihydropteroat-Synthase durch Substratkonkurrenz zu 
p-Aminobenzoesäure, wodurch es im wachsenden Organismus zu einer Hemmung der 
Synthese von H4F kommt und infolgedessen wichtige Bausteine für DNA, RNA und Proteine 
nicht mehr synthetisiert werden können. 
Für den Fall, dass in M. barkeri die Synthese über einen ähnlichen Weg wie in Bacteria und 
Eucarya erfolgt, sollte das Wachstum von M. barkeri durch Sulfanilamid gehemmt werden. 
Dazu wurde das Archaeon in Methanolmedium kultiviert, dass mit 20 nM 























Abbildung 17: Inhibition des Wachstums von Methanosarcina barkeri in Abhängigkeit von der 
Sulfanilamid-Konzentration im Medium. M. barkeri wurde auf Methanolmedium kultiviert, das mit 20 nM 
p-Aminobenzoesäure und Sulfanilamid in Konzentrationen von 2 mM (□), 1 mM (  ), 0,64 mM (  ), 0,32 mM 
(●), 0,16 mM (○), 0,015 mM (▲), 0 mM (∆) supplementiert wurde. Als Negativkontrolle diente eine Kultur, der
weder p-Aminobenzoesäure noch Sulfanilamid zugesetzt wurde (■). 
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Wie in Abb. 17 dargestellt zeigte sich mit steigender Sulfanilamid-Konzentration eine 
zunehmende Inhibition des Wachstums im Vergleich mit einer Kultur, der kein Sulfanilamid 
zugesetzt wurde. Eine vollständige Inhibition des Wachstums konnte für eine Sulfanilamid-
Konzentration von 2 mM (350 µg/ml) beobachtet werden. Die Inhibition des Wachstums 
konnte durch die Zugabe von 400 nM p-Aminobenzoesäure (in Gegenwart von 2 mM 
Sulfanilamid) aufgehoben werden (Daten nicht gezeigt). Im Vergleich zu der erforderlichen 
Konzentration, die zur Bakteriostase vieler grampositiver und gramnegativer Bakterienarten 
im Bereich von 0,017 mM bis 0,58 mM (3 bis 100 µg/ml) (Aktories et al., 1996) nötig sind, 
liegt die für M. barkeri gefundene Sulfanilamidkonzentration von 2 mM um den Faktor 4 bis 
100 höher. Eine mögliche Erklärung für diese Beobachtung könnte darin liegen, dass 
Sulfanilamid nicht für alle Zellen gleichermaßen zugänglich ist, da Methanosarcina unter 
diesen Wachstumsbedingungen multizelluläre Aggregate bildet. Ob p-Aminobenzoesäure 
oder das strukturell eng verwandte Sulfanilamid über Diffusion oder Carrier-vermittelten 
Transport in die Organismen aufgenommen wird, ist nicht bekannt. Studien mit 
Pflanzenzellen deuten jedoch darauf hin, dass p-Aminobenzoesäure durch Diffusion in die 
Zelle gelangt und sich aufgrund von pH-Gefälle innerhalb subzellulärer Kompartimente 
verteilt (Quinlivan et al., 2003). Für den Fall, dass Sulfanilamid in M. barkeri ebenfalls durch 
Diffusion aufgenommen wird, könnte die unterschiedliche chemische Komposition der 
Cytoplasmamembran von Bacteria und Archaea (die archaelle Cytoplasmamembran besteht 
aus Isoprenoidalkylketten, die über Etherbindung an Glycerol gebunden sind) möglicherweise 
einen Einfluss auf die Permeabilität für das Antibiotikum haben und so den Einsatz von 
höheren Konzentrationen notwendig machen. 
 
 
2.3 Aufnahme von p-Aminobenzoesäure während des Wachstums 
 
Die vorangegangenen Versuche haben die Vermutung untermauert, dass M. barkeri 
neben H4SPT auch H4F enthält. Sowohl die beobachtete Wachstumsabhängigkeit von 
p-Aminobenzoesäure als auch die Wachstumsinhibition durch Sulfanilamid weisen darüber 
hinaus auf eine mögliche de novo-Synthese von H4F durch das Archaeon hin. Um zu 
bestätigen, dass das Vitamin tatsächlich aufgenommen, jedoch nicht in der H4SPT-Synthese, 
für die p-Aminobenzoesäure ebenfalls als Vorläufer beschrieben wurde, (Rasche & White, 
1998; White, 1985), verwendet wird, wurden Wachstumsversuche in Gegenwart von 
[14C]-markierter p-Aminobenzoesäure durchgeführt, die es zum einen ermöglichten, die 
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Aufnahme des Vitamins in die Zellen quantitativ zu verfolgen und zum anderen zwischen den 
Synthesewegen für H4F und H4SPT in vivo zu diskriminieren. 
Obwohl sich die Strukturen von H4F und H4MPT/H4SPT ähneln und auch die 
Synthesewege der beiden Coenzyme Gemeinsamkeiten aufweisen, unterscheiden sich die 
beiden Wege bei der Inkorporation von p-Aminobenzoesäure in das Molekül: Während in der 
H4SPT-Synthese die Carboxylgruppe von p-Aminobenzoesäure in Form von CO2 abgespalten 
wird, bleibt sie in H4F erhalten. Aus diesem Grund kann bei Wachstum in Gegenwart von 
[Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure nicht nur die Aufnahme des Vitamins verfolgt, sondern 
aus dem Vergleich mit einer Kultur, die in Gegenwart von [Ring-14C]-p-Aminobenzoesäure 
gezogen wurde, auch abgeschätzt werden, wieviel der aufgenommenen p-Aminobenzoesäure 
decarboxyliert wurde und somit in die H4SPT-Synthese geflossen ist. 
Auf diesem Hintergrundwissen basierend wurde M. barkeri in 200 ml 
Methanolmedium in Gegenwart von 80 nM [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure kultiviert 
und in Abhängigkeit von der Zeit durch die Bestimmung der Radioaktivität der Kultur bzw. 
der Radioaktivitäten der Zellen und des Überstandes der Kultur nach Zentrifugation die 
Aufnahme von p-Aminobenzoesäure in den wachsenden Organismus verfolgt (Abb 18, B). 
Ein Parallelansatz, bei dem M. barkeri in Gegenwart von 80 nM [Ring-14C]-
p-Aminobenzoesäure kultiviert wurde, diente als Referenz und wurde in gleicher Weise 
behandelt (Abb. 18, A). Die genaue Vorgehensweise ist in Material und Methoden 
beschrieben. 
Wie in Abb. 18 dargestellt, wurde p-Aminobenzoesäure hauptsächlich während der 
Lag-Phase des Wachstums aufgenommen. Unter der Annahme, dass das aus dem Medium 
aufgenommene Vitamin für die H4F-Synthese verwendet wird, ergibt dies Sinn, da der 
Organismus zunächst für die Zellteilung wichtige Zellbausteine synthetisieren muss. 
Weiterhin war zu beobachten, dass bei Versuchsende p-Aminobenzoesäure nicht vollständig 
aufgenommen worden war: in beiden Ansätzen wurde ca. 35% (~7 nmol) der anfänglichen 
p-Aminobenzoesäure-Konzentration im Überstand detektiert. Während in der Referenzkultur 
die Gesamtradioaktivität über die Versuchsdauer ohne Verluste konstant blieb (Abb. 18), 
wurde im Versuchsansatz mit [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure kontinuierlich 
Radioaktivität verloren. Diese Differenz spiegelt sich auch in der Menge an aufgenommenen 
p-Aminobenzoesäure in die Zellen wider: Vergleicht man die in die Zellen aufgenommene 
Menge an p-Aminobenzoesäure beider Kulturen, so findet man bei Versuchsende eine dem 
Radioaktivitätsverlust entsprechend verringerte Aufnahme in die Zellen der Kultur, die in 
Gegenwart von [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure gezogen wurde. Da es sich bei den 
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Versuchsansätzen um kein geschlossenes System handelte, wurde die Radioaktivität mit 
großer Wahrscheinlichkeit über die Gasphase in Form von 14CO2 abgegeben. Aufgrund der 
Tatsache, dass H4F bzw. H4MPT/H4SPT die einzigen bekannten Moleküle sind, für deren 
Synthese p-Aminobenzoesäure als Vorläufermolekül benötigt wird und eine 
Decarboxylierung nur für die H4MPT/H4SPT-Synthese beschrieben ist, ist der 


























Aus der Bilanzierung des Versuches ergibt sich, dass M. barkeri ca. 65% (13 nmol) 
der im Medium vorhandenen [14C]-p-Aminobenzoesäure aufgenommen hat, wovon 33% 
(4 nmol) für die H4SPT-Synthese verwendet wurden und somit 67% (9 nmol) für die H4F-
Synthese zur Verfügung standen. Um ausschließen zu können, dass die in den Zellen 












































































































Abbildung 18: Aufnahme von [14C]-p-Aminobenzoesäure in Methanosarcina barkeri während des
Wachstums in Gegenwart von (A) 80 nM [Ring-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,1 MBq/µmol) oder (B) 80 nM
[Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure (2,1 MBq/µmol). Radioaktivität in 1 ml Kultur (▲) sowie in den Zellen
(■) und dem Überstand (□) von 1 ml Kultur nach Zentrifugation. Das Wachstum (●) wurde anhand der optischen
Dichte bei 578 nm verfolgt. 
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verbliebene Radioaktivität in Form von gelöstem 14CO2 vorliegt oder aber 
[14C]-p-Aminobenzoesäure unspezifisch an die Zellen adsorbierte, wurden die Zellen 
aufgeschlossen, das erhaltene Lysat  angesäuert und mit N2/CO2 für 15 min  durchsprudelt, 
um gelöstes 14CO2 auszutreiben. Die Bestimmung der Radioaktivität des Lysats vor und nach 
der Behandlung mit N2/CO2 (siehe Material und Methoden) sowie die Analyse des 
Überstandes und des Pellets nach Zentrifugation des Lysats ergaben, dass sich 95% der 
Radioaktivität im Überstand befanden und daher angenommen werden kann, dass die 
gemessene Radioaktivität in den Zellen auf [Carboxyl-14C]-p-Aminobenzoesäure 
zurückzuführen ist. 
Da aus 200 ml Kultur ca. ~1 g Feuchtzellen geerntet werden konnten, wurde unter der 
Annahme, dass das Verhältnis von Feuchtzellen zu Zellprotein 10 zu 1 und das intrazelluläre 
Volumen 3,3 µl pro mg Zellprotein beträgt, eine intrazelluläre H4F-Konzentration von 27 µM 
und eine intrazelluläre H4SPT-Konzentration von 12 µM berechnet. Unter diesen 
Wachstumsbedingungen (Faktor 4 bis 5 über der für optimales Wachstum von M. barkeri 
notwendigen p-Aminobenzoesäure-Konzentration; siehe Abb. 16, B) liegt die Konzentration 
von H4F somit im Erwartungsbereich dessen, was sich durch die Ergebnisse der 
Wachstumsversuche ableiten ließ. Es zeigte sich außerdem, dass das aus freier 
p-Aminobenzoesäure synthetisierte H4SPT weniger als 0,4% der in M. barkeri gemessenen 
H4SPT-Konzentration von 3 mM (siehe Ergebnisse 3.2) betrug und daher 
p-Aminobenzoesäure als Intermediat der H4SPT in M. barkeri unter diesen 
Versuchsbedingungen ausgeschlossen werden kann. 
Nach Wiederholung des Versuchs in Gegenwart von 450 nM bzw. 1800 nM 
[14C]-p-Aminobenzoesäure zeigte sich, dass die Aufnahme der im Medium befindlichen 
p-Aminobenzoesäure in die Zellen mit 65-70 % konstant blieb, und somit die absolute Menge 
an aufgenommenem Vitamin deutlich anstieg. Darüber hinaus hatte sich in beiden 
Versuchsansätzen der Anteil an Radioaktivitätsverlust, der auf die Decarboxylierung während 
der H4SPT-Synthese zurückzuführen ist, von 35% auf 58% (in Gegenwart von 450 nM 
p-Aminobenzoesäure) bzw. 56% (in Gegenwart von 1800 nM p-Aminobenzoesäure) 
bezüglich der aufgenommenen p-Aminobenzoesäure-Menge nahezu verdoppelt. Basierend 
auf diesen Daten ließ sich abschätzen, dass der H4SPT-Anteil, der aus freier 
p-Aminobenzoesäure synthetisiert wurde, von 0,4% (in Gegenwart von 80 nM 
p-Aminobenzoesäure) auf ca. 13% (in Gegenwart von 1800 nM p-Aminobenzoesäure) 
anstieg. Dies deutet darauf hin, dass in M. barkeri mit steigender Konzentration von freier 
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p-Aminobenzoesäure in den Zellen diese in zunehmendem Maße auch für die H4SPT-
Synthese verwendet wird. 
 
 
3  Konzentration von H4F bzw. H4SPT in M. barkeri 
 
 
3.1  H4F-Konzentration unter der methodischen Nachweisgrenze 
 
Innerhalb der Euryarchaeota, zu denen M. barkeri zählt, konnte bislang nur in 
Organismen der Ordnung Halobacteriales signifikante Konzentrationen von H4F gefunden 
werden. In der Vergangenheit angewendete Methoden zum direkten Nachweis von H4F in 
M. barkeri und anderen methanogenen Archaea waren bislang nicht erfolgreich. Weder die 
Anwendung eines Bioindikator-Tests (Leigh, 1983; Worrell & Nagle, 1988) noch die 
Anwendung einer radioimmunologischen Methode (Lin & Sparling, 1998) waren ausreichend 
spezifisch, um geringe Konzentrationen von H4F in Gegenwart von hohen Konzentrationen 
von H4MPT/H4SPT zweifelsfrei zu detektieren. Das Vorkommen von H4F in M. barkeri 
konnte daher weder belegt noch ausgeschlossen werden. 
Eine alternative Methode, H4F und H4SPT/H4MPT direkt in Zellextrakten 
nachzuweisen, beruht auf der enzymatischen Umsetzung der Pterine zu ihren stabileren und 
aufgrund ihrer verschiedenen UV/Visible-Spektren leicht zu unterscheidenden Methenyl-
Derivaten mit anschließender Analyse über HPLC (Vorholt et al., 1998). Der Vorteil dieser 
Methode besteht darin, dass das für die Umwandlung verwendete Enzym Methylen-H4MPT-
Dehydrogenase (MtdA) aus M. extorquens AM1 nicht zwischen H4F, H4MPT oder H4SPT 
diskriminiert und so gleichzeitige Analyse verschiedener Tetrahydropterine ermöglicht. 
Zellextrakte von M. barkeri wurden zunächst filtriert, um die niedermolekularen 
Zellkomponenten (< 5 kDa) von den Proteinen zu trennen. Nach der Überführung der im 
Filtrat enthaltenen Pterine in ihre Methenyl-Derivate wurden die Verbindungen mittels 
Umkehrphase an einer LiCrospher RP18-Säule aufgetrennt und kontinuierlich Spektren der 
eluierten Verbindungen durch einen Dioden-Array-Detektor aufgenommen. Zur Kalibrierung 
der Säule wurde H4MPT und/oder H4F verwendet, die einem Aliquot des Filtrats vor der 
enzymatischen Umwandlung zugesetzt wurden. Die Retentionszeit betrug für Methenyl-H4F+ 
17,2 min und für Methenyl-H4MPT+ 20,4 min. Beide Verbindungen konnten aufgrund ihrer 
UV/Visible-Spektren eindeutig identifiziert werden, da Methenyl-H4MPT+ bzw. Methenyl-
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H4SPT+ ein Absorptionsmaximum bei 336 nm und Methenyl-H4F+ ein Absorptionsmaximum 
bei 357 nm besitzt (siehe Abb. 19, a und b). 
Bei der Auftrennung von M. barkeri-Filtrat eluierte nach 22 min eine Verbindung, die 
ein UV/Visible-Spektrum mit einem Absorptionsmaximum bei 336 nm zeigte (Abb. 19 (a)). 
Eine massenspektrometrische Untersuchung der entsprechenden Fraktion mittels 
MALDI/TOF ergab eine Masse von 916,27 Da, die mit der berechneten Masse von 916,18 Da 
für Methenyl-H4SPT+ übereinstimmte. Durch einen Vergleich des Methenyl-H4SPT+-Peaks 
(Abb. 19) mit Methenyl-H4MPT+-Peaks bekannter Konzentrationen, die zur Standardisierung 
verwendet wurden (Daten nicht gezeigt), konnte eine intrazelluläre H4SPT-Konzentration von 
ungefähr 4 mM abgeschätzt werden. Wie das Elutionsprofil in Abb. 19 (schwarzes 
Chromatogramm) zeigt, wurden keine weiteren Peaks detektiert. Zur Kontrolle wurde die 
Analyse mit Filtrat wiederholt, dem als interner Standard (6S-)H4F mit einer 
Endkonzentration von 170 µM vor Inkubation mit MtdA zugesetzt wurde (Abb. 19, rotes 
Chromatogramm).Wie in Abb. 19 zu sehen ist, zeigt das Elutionsprofil neben dem Methenyl-
H4SPT+-Peak bei 22 min einen zweiten Peak bei 17,2 min. Dieser Peak konnte aufgrund der 
Retentionszeit, des UV/Visible-Spektrums und einer Massenbestimmung von 456,015 Da 














Abbildung 19: HPLC-Analyse der Methenyl-Tetrahydropterine in Zellextrakt-Filtrat von Methanosarcina 
barkeri sowie UV/Visible-Spektren von (a) Methenyl-H4F+ und (b) Methenyl-H4SPT+. 50 µl Probe wurden 
über Umkehrphase an einer LiCrospher RP18-Säule, die mit 25 mM Ammoniumformiat pH 4,0 äquilibriert 
wurde, aufgetrennt und spektroskopisch detektiert. Die Elution adsorbierter Verbindungen erfolgte über einen 
Methanolgradienten (0 bis 30 ml) mit einer Flussrate von 1 ml/min. Dargestellt sind die Elutionsprofile bei 357 
nm von M. barkeri-Filtrat (schwarzes Chromatogramm) und M. barkeri-Filtrat mit Methenyl-H4F+ zur internen 
Standardisierung (rotes Chromatogramm). Die Retentionszeit für Methenyl-H4F+ (Peak 1) betrug 17,2 min und 
für Methenyl-H4SPT+ (Peak 2) 22 min. 
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Dieses Ergebnis lässt vermuten, dass in Zellextrakten von M. barkeri die H4F-
Konzentration unter der mit dieser Methode detektierbaren Konzentration liegt. Die untere 
Nachweisgrenze für Methenyl-H4F+ lag unter der Annahme der vollständigen Umsetzung 
durch MtdA bei ca. 50 µM. Es kann darüber hinaus nicht ausgeschlossen werden, dass es sich 
bei dem in M. barkeri vorkommenden H4F um ein polyglutamyliertes Derivat oder eine 
andersartig modifizierte Form handelt, welche möglicherweise nicht durch MtdA umgesetzt 
wird und daher durch die angewendete Analysemethode nicht erfasst wurde. 
 
 
3.2 H4SPT-Konzentration im millimolaren Bereich 
 
Wie durch die unter 2 beschriebenen Versuche gezeigt wurde, benötigt M. barkeri 
eine Konzentration von ca. 20 nM p-Aminobenzoesäure im Medium für optimales Wachstum. 
Da p-Aminobenzoesäure nicht nur als Vorläufermolekül in der H4F-Synthese, sondern auch in 
der H4MPT/H4SPT-Synthese gilt (Rasche & White, 1998; White, 1985), könnten daher unter 
Vitaminmangel beide Synthesewege betroffen und somit für das Erliegen des Wachstums 
verantwortlich sein. Dieser Annahme widersprechen sowohl die Ergebnisse des 
Hemmversuchs mit Sulfanilamid (Ergebnisse, 2), welches spezifisch die H4F-Synthese 
inhibiert, als auch die Resultate der Aufnahmeversuche mit radioaktiver 
p-Aminobenzoesäure, die gezeigt haben, dass unter den gewählten Versuchsbedingungen 
freie p-Aminobenzoesäure in nur quantitativ geringen Mengen decarboxyliert wurde. Als 
Konsequenz ergibt sich daraus sowohl ein Widerspruch zu oben genannter Literatur als auch 
zur abgeschätzen intrazellulären H4SPT-Konzentration von ca. 4 mM (Ergebnisse, 3.1). 
Um die Hypothese, dass der intrazelluläre H4SPT-Gehalt nicht von der 
p-Aminobenzoesäure-Konzentration abhängig ist, zu überprüfen, wurde M. barkeri in 
Gegenwart von 20 nM, 200 nM und 2000 nM p-Aminobenzoesäure im Medium kultiviert und 
in der spätexponentiellen Phase geerntet. Anschließend wurde in den verschiedenen 
Zellextrakten enzymatisch die H4SPT-Konzentration bestimmt (siehe Material und Methoden 
7.2) und auf das Zellprotein bezogen. Zur Kontrolle wurde als Maß für die Methanogenese-
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Tabelle 8: Tetrahydrosarcinapterin (H4SPT)-Gehalt und F420-abhängige Methylen-H4SPT-
Dehydrogenase-Aktivität (Mtd) in Zellextrakten von Methanosarcina barkeri nach Kultivierung in 
Gegenwart von verschiedenen p-Aminobenzoesäure-Konzentrationen. Der theoretische intrazelluläre 
p-Aminobenzoesäure-Gehalt wurde unter der Annahme berechnet, dass p-Aminobenzoesäure vollständig in die 




































200 0,4 10,5 11,6 
 
2000 4 10,2 12,8 
 
 
M. barkeri zeigte erwartungsgemäß keinen Unterschied in der Wachstumsrate oder 
Zelldichte bei der Kultivierung in Gegenwart der verschiedenen p-Aminobenzoesäure-
Konzentrationen. Die Erhöhung der Vitaminkonzentration stimulierte weder die H4SPT-
Synthese noch die Aktivität von H4SPT-spezifischen Enzymen (Tab. 8): in allen Zellextrakten 
wurde eine nahezu gleiche spezifische Mtd-Aktivität von 9 bis 13 U/mg gemessen. Pro mg 
Zellprotein wurden 10 nmol H4SPT gefunden, wobei es keinen Unterschied machte, ob die 
Zellen in Gegenwart von 20 nM, 200 nM oder 2000 nM p-Aminobenzoesäure gezogen 
wurden. Unter der Annahme, dass das intrazelluläre Volumen 3,3 µl pro mg Zellprotein 
beträgt (Blaut & Gottschalk, 1984), ergibt sich daraus eine intrazelluläre H4SPT-
Konzentration von 3 mM. 
Aus dem Vergleich der berechneten Werte der intrazellulär zur Verfügung stehenden 
p-Aminobenzoesäure mit den enzymatisch bestimmten Werten für H4SPT ergibt sich eine 
Diskrepanz, die sich - in Einklang mit den Ergebnissen der vorangegangenen Experimente - 
nur dadurch erklären lässt, dass M. barkeri möglicherweise über einen alternativen H4SPT-
Syntheseweg verfügt, bei dem freie p-Aminobenzoesäure nicht als Intermediat vorkommt. 
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V  Diskussion 
 
In der vorliegenden Arbeit wurden Ergebnisse dargestellt, die eine erstmalige 
Charakterisierung von zwei H4F-spezifischen Enzymen, Methylen-H4F-
Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cyclohydrolase (FolD) und Serin-Hydroxymethyltransferase 
(GlyA), aus einem methanogenen Archaeon beschreiben. Die durchgeführten Untersuchungen 
an FolD und GlyA aus Methanosarcina barkeri ergaben ähnliche katalytische Eigenschaften, 
wie sie für entsprechende Enzyme aus E. coli gezeigt wurden (D`Ari & Rabinowitz, 1991; 
Schirch et al., 1985). Wachstumsphysiologische Studien lieferten indirekte Beweise für eine 
mögliche de novo-Synthese von H4F durch den Organismus. Gleichzeitig stellt die gefundene 
Wachstumsabhängigkeit des Archaeons von p-Aminobenzoesäure in Frage, ob freie 
p-Aminobenzoesäure unter limitierenden Bedingungen als Intermediat in der H4SPT-Synthese 
vorkommen kann. 
Vor diesem Hintergrund soll im Folgenden die physiologische Relevanz der H4F-
spezifischen Enzyme für den anabolen C1-Stoffwechsel in M. barkeri diskutiert werden. Da 
bisher das Vorkommen von H4F in methanogenen Archaea als unwahrscheinlich galt, wird 
die Möglichkeit der H4F-Biosynthese in M. barkeri erörtert. Anschließend wird die Existenz 
eines alternativen H4SPT-Biosyntheseweges in diesem Archaeon hinterfragt. 
 
 
1  Biosynthese von Purinen und von anderen C1-Einheiten-enthaltenden  
    Zellbausteinen in M. barkeri 
 
In der Einleitung wurden Markierungsexperimente beschrieben, in denen M. barkeri 
auf H2 und 12CO2 in Gegenwart von [2-13C]-Acetat gezogen wurde. Unter den 
experimentellen Bedingungen wurde Methan aus CO2 gebildet, dagegen die Positionen C2 
und C8 von Purinen fast ausschließlich von C2 aus Acetat (Choquet et al., 1994). Aus diesen 
Resultaten lässt sich ableiten, dass in M. barkeri die Zwischenprodukte der Methanbildung - 
N5-Formyl-H4SPT, Methenyl-H4SPT+ und Methylen-H4SPT - nicht an der Synthese von 
Purinen beteiligt sein können, da bei Wachstum auf H2 und CO2 in Gegenwart von Acetat 
mehr als 100 Mol Methan pro Mol Purine synthetisiert werden und die Markierung von C2 
aus Acetat daher vollständig durch CO2 ausverdünnt worden wäre. Diese Abschätzung beruht 
auf einem Wachstumsertrag von 6 g pro Mol Methan (Schönheit et al., 1980; Wennerhold, 
2004; Weimer & Zeikus 1978) und der Annahme, dass der Nukleinsäuregehalt der 
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Trockenzellen etwa 10% beträgt. Darüber hinaus kann N5-Formyl-H4SPT als Formylgruppen-
Donor in der Purinbiosynthese aus thermodynamischen Gründen ausschlossen werden (siehe 
Einleitung) (Maden, 2000; Thauer et al., 1996). Basierend auf diesen Befunden wurde 
postuliert, dass in Methanosarcina ssp. ein von H4SPT verschiedener C1-Überträger an der 
Purinbiosynthese beteiligt sein muss. Durch die in der vorliegenden Arbeit gemachte 
Entdeckung von H4F-spezifischen Enzymen in M. barkeri - von Serin-
Hydroxymethyltransferase (GlyA) und Methylen-H4F-Deyhdrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolase (FolD) - ist die Formulierung des in Abb. 20 wiedergegebenen 
Stoffwechselweges möglich, der den spezifische Einbau des C2 von Acetat in die Positionen 


























Abbildung 20: Vereinfachte schematische Darstellung der Synthese von C2 und C8 von Adenin sowie
anderen C1-Einheiten enthaltenden-Zellbausteinen ausgehend von [2-13C]-Acetat in M. barkeri.  1a  Acetat-
Kinase (Ack); 1b Phosphotransacetylase (Pta); 2  Pyruvat-Ferredoxin-Oxidoreduktase (Por);
3  Phosphoenolpyruvat-Synthetase (PpsA); 4  Enolase (Eno); 5  Phosphoglycerat-Mutase (Pgm);
6  Phosphoglycerat-Dehydrogenase (SerA); 7  Phosphoserin-Transaminase (SerC); 8  Phosphoserin-
Phosphatase (SerB); 9  Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA); 10  Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-
H4F-Cyclohydrolase (FolD); 11  Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase (PurN); 12  Phosphribosylamino-
imidazolcarboxamid-Formyltransferase (PurH), 13  Thymidylat-Synthase (ThyA oder ThyX);
14  α-Ketopantoat-Hydroxymethyltransferase (PanB); 15  Methylen-H4F-Reduktase (MetF) oder F420-abhängige
Methylen-H4MPT-Reduktase (Mer); 16  Methionin-Synthase (MetE oder MetH). Die 13C-Markierung ist in rot
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Der Weg führt von Acetat über Acetyl-CoA, Pyruvat, Phosphoenolpyruvat (PEP), 
3-Phosphoglycerat (3-PGA) zunächst zu Serin, dessen Hydroxymethylgruppe auf H4F 
übertragen wird. Ausgehend von Methylen-H4F wird über Methenyl-H4F+ N10-Formyl-H4F 
synthetisiert, dessen aktivierte Formylgruppe dann direkt in die Positionen C2 und C8 von 
Purinen eingbaut wird. Die einzelnen Schritte und die sie belegenden Befunde werden im 
Folgenden diskutiert, wobei die Diskussion auch die Synthese von Thymidylat, α-Ketopantoat 
und Methionin ausgehend von Methylen-H4F einschließt. Prinzipiell können die 
letztgenannten Zellbausteine auch ausgehend von Methylen-H4SPT bzw. Methylen-H4MPT 
wie in anderen methanogenen Archaea gebildet werden (Maden, 2000). 
Für die Enzyme und die sie kodierenden Gene wurden, wo möglich, die gleichen 
Abkürzungen wie in E. coli verwendet. Sequenzidentitätsangaben in Prozent beziehen sich 
auf die entsprechenden E. coli-Enzyme, wenn nicht anders vermerkt. 
 
Von Acetat zu Acetyl-CoA: Es gibt folgende drei Möglichkeiten Acetyl-CoA aus Acetat zu 
synthetisieren (Abb. 20, Reaktion 1) 
(1a)  Acetat + ATP    Acetyl-Phosphat + ADP        ∆Go`=   +13 kJ/mol 
(1b)  Acetyl-Phosphat + CoA   Acetyl-CoA + Pi            ∆Go`=      -9 kJ/mol 
(1c)  Acetat + ATP + CoA   Acetyl-CoA + AMP + PPi     ∆Go`=   -5,9 kJ/mol 
(1d)  PPi + H2O     2 Pi              ∆Go`= -21,9 kJ/mol 
(1e)  Acetat + ATP + CoA   Acetyl-CoA + ADP + Pi        ∆Go`=     +4 kJ/mol 
 
Reaktion (1a) wird durch Acetat-Kinase (Ack), Reaktion (1b) durch 
Phosphotransacetylase (Pta), Reaktion (1c) durch AMP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase 
(Acs), Reaktion (1d) durch anorganische Pyrophosphatase (Ppa) und Reaktion (1e) durch 
ADP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase (Acd) katalysiert. Im Genom von Methanosarcina ssp. 
werden die Gene für Acetat-Kinase (45%), Phosphotransacetylase (47%), Pyrophosphatase 
(39%) sowie für AMP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase (30%, E. coli) und für ADP-bildende 
Acetyl-CoA-Synthetase (52%, Pyrococcus furiosus) gefunden. 
Innerhalb der methanogenen Archaea sind lediglich zwei Genera, Methanosarcina und 
Methanosaeta (vormals Methanothrix (Kamagata et al., 1992)), ein phylogenetisch naher 
Verwandter von Methanosarcina und ebenfalls zu den Methanosarcinales zählend, in der 
Lage, Acetat als Substrat für die Methanogenese zu nutzen (Krzycki et al., 1985; Grahame & 
Stadtman, 1987; Zinder, 1993; Jetten et al., 1992). Zellextrakte von Acetat-gewachsenen 
Methanosarcina ssp. weisen hohe Acetat-Kinase- und Phosphotransacetylase-Aktivitäten auf, 
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jedoch keine AMP-bildende oder ADP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase-Aktivität (Weimer 
& Zeikus, 1978; Kenealy & Zeikus, 1982; Ferry, 1997). Sowohl Acetat-Kinase als auch 
Phosphotransacetylase wurden aus Methanosarcina thermophila gereingt und charakterisiert 
(Aceti & Ferry, 1988; Lundie & Ferry, 1989).  
Während Methanosarcina für die Umsetzung von Acetat zu Acetyl-CoA zwei Enzyme 
benötigt, erfolgt die Acetataktivierung in Methanosaeta über ein einziges Enzym, AMP-
bildende Acetyl-CoA-Synthetase (Eggen et al., 1991; Jetten et al., 1992). In Zellextrakten von 
Methanosaeta soehngenii wurden neben hohen Aktivitäten von AMP-bildender Acetyl-CoA-
Synthase auch hohe Aktivitäten von Adenylat-Kinase und Pyrophosphatase detektiert (Jetten 
& Zehnder, 1989; Köhler & Zehnder 1984). Da AMP durch Adenylat-Kinase zu ADP 
umgesetzt und Pyrophosphat vollständig durch Pyrophosphatase hydrolysiert wird, werden 
bei der Aktivierung von Acetat durch Acetyl-CoA-Synthetase in Methanosaeta zwei ATP 
verbraucht, während Methanosarcina für die Bildung von Acetyl-CoA lediglich ein ATP 
benötigt (Jetten et al., 1992). Die Reinigung und Charakterisierung von AMP-bildender 
Acetyl-CoA-Synthetase aus M. soehngenii ergab, dass die Affinität dieses Enzyms für Acetat 
ca. 20-fach höher liegt als für Acetat-Kinase, was sich – neben dem höheren ATP-Verbrauch 
bei der Acetataktivierung – in der Beobachtung widerspiegelt, dass Methanosaeta bei 
vergleichsweise geringen Acetatkonzentrationen von weniger als 0,01 mM wachsen kann, 
während Methanosarcina eine Acetatkonzentration von 0,4 mM bis 1,2 mM benötigt (Jetten 
et al., 1992; Daniels, 1993). In diesem Zusammenhang sind auch Untersuchungen an E. coli 
interessant, die gezeigt haben, dass dieser Organismus bei hohen Acetatkonzentrationen das 
Acetat-Kinase/Phosphotransacetylase-System und bei niedrigen Acetat-Konzentrationen 
AMP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase aktiviert (Brown et al., 1977). 
Bei einem Vergleich der bisher sequenzierten Genome ist auffällig, dass die meisten 
Archaea ein Gen für AMP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase besitzen, während Gene für 
Acetat-Kinase und Phosphotransacetylase auf Methanosarcina ssp. beschränkt zu sein 
scheinen. AMP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase wurde darüber hinaus in einer Vielzahl von 
hydrogenotrophen Methanogenen einschließlich Methanothermobacter thermoautotrophicus, 
Methanospirillum hungatei, Methanococcus maripaludis und Methanobrevibacter 
arboriphilus gefunden, die bei Wachstum auf H2 und CO2 Acetat assimilieren (Oberlies et al., 
1980; Jetten et al., 1990; Shieh & Whitman, 1987). 
ADP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase gilt als typisches archaeelles Enzym, obwohl 
das Protein zuerst in den beiden eukaryotischen Organismen Entamoeba histolytica und 
Giardia lamblia entdeckt wurde, wo es an der Acetatbildung während fermentativer Prozesse 
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beteiligt ist (Reeves et al., 1977; Sanchez & Müller, 1996). Gene für ADP-bildende Acetyl-
CoA-Synthetase finden sich in fast allen Archaea, wobei das Enzym im Wesentlichen an der 
Bildung von Acetat und ATP aus Acetyl-CoA und ADP und nicht an der Assimilation von 
Acetat beteiligt ist (Schäfer et al., 1993). ADP-bildende Acetyl-CoA-Synthetase-Aktivität 
wurde in allen getesteten Acetat-bildenden Archaea einschließlich anaeroben 
hyperthermophilen Euryarchaeota und Crenarchaeota sowie mesophilen aeroben Halophilen 
gefunden (Schäfer et al., 1993; Schönheit & Schäfer, 1995; Bräsen et al., 1993). 
 
Von Acetyl-CoA zu Pyruvat: Diese Reaktion wird durch Pyruvat: Ferredoxin-
Oxidoreduktase (= Pyruvat-Synthase) (Por) katalysiert (Abb. 20, Reaktion 2). 
 
(2)  Acetyl-CoA + CO2 + 2 Fd red  Pyruvat + CoA + 2 Fdox 
 
Dieses Enzym ist in anaeroben Bacteria und Archaea weit verbreitet (Kerscher & 
Oesterhelt, 1982; Blamey und Adams, 1994; Ragsdale, 2003), findet sich aber auch in 
aeroben Mikroorganismen wie z. B. Aquifex- und Hydrogenobacter-Arten, die CO2 über den 
reduktiven Tricarbonsäure-Zyklus assimilieren (Yoon et al., 1997; Yamamoto et al., 2003), 
oder in aeroben Archaea wie Halobacterium halobium und H. salinarum, die Pyruvat mit 
Ferredoxin als Elektronenakzeptor zu Acetyl-CoA oxidieren (Kerscher et al., 1982; Ghosh & 
Sonawat, 1998). Zellextrakte von Methanosarcina enthalten hohe spezifische Aktivitäten des 
Enzyms. Gereinigte Pyruvat: Ferredoxin-Oxidoreduktase aus M. barkeri ist ähnlich wie in 
P. furiosus, M. maripaludis und Thermotoga maritima aus vier verschiedenen Untereinheiten 
aufgebaut, die von den Genen porA, porB, porC und porD kodiert werden (Bock et al., 1996; 
Ragsdale, 2003). Wie in anderen Organismen gezeigt, kann das Enzym auch als Homo- oder 
als Heterodimer vorliegen (Wahl & Omre-Johnsen, 1987; Kerscher & Oesterhelt, 1982), 
wobei angenommen wird, dass alle Pyruvat: Ferredoxin-Oxidoreduktasen durch 
Umorganisation und Fusion von vier ancestralen Genen evolvierten (Kletzin & Adams, 1996; 
Zhang et al., 1996). Bei Wachstum von M. barkeri auf H2 und CO2 besteht das Problem, dass 
das Redoxpotential Eo` des Acetyl-CoA + CO2/Pyruvat-Paares -500 mV beträgt (Bock et al., 
1996), während das des 2H++ 2e-/H2-Paares nur -414 mV beträgt. Um die Synthese von 
Pyruvat aus Acetyl-CoA und CO2 mit H2 als Elektronendonor möglich zu machen, müssen 
daher die Elektronen auf ein negativeres Potential angehoben werden, was in M. barkeri 
durch die Energie-konvertierende Hydrogenase (Ech) geschieht (Meuer et al., 2002), die die 
Reduktion von Ferredoxin mit H2 unter Verbrauch von Energie (Elektrochemisches 
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Protonenpotential +Η∆µ ) katalysiert. Auf diese Weise wird die Assimilation von Kohlenstoff 
unter autotrophen Wachstumsbedingungen gewährleistet. 
Bisher wurde Pyruvat: Ferredoxin-Oxidoreduktase aus zwei methanogenen Archaea, 
M. barkeri und M. thermoautotrophicus, isoliert und ihre Rolle im anabolen Stoffwechsel 
nachgewiesen (Bock et al., 1996; Tersteegen et al., 1997). Die Sequenzen der methanogenen 
Enzyme zeigen nahe Sequenzverwandtschaft zu den Aminosäuresequenzen von 
Pyruvat: Ferredoxin-Oxidoreduktase aus P. furiosus und T. maritima, in denen das Enzym 
jedoch eine katabole Rolle spielt (Blamey & Adams, 1993; Blamey & Adams, 1994). 
 
Von Pyruvat zu PEP: In der Natur gibt es vier Möglichkeiten von Pyruvat zu PEP zu 
gelangen (Abb. 20; Reaktion 3) (∆Go`-Werte wurden aus Thauer et al. (1977) entnommen 
bzw. berechnet): 
 
(3a) Pyruvat + ATP + H2O                  PEP + AMP + Pi    ∆Go`=  -12 kJ/mol 
(3b) Pyruvat + ATP + Pi       PEP + AMP + PPi    ∆Go`= +10 kJ/mol 
(3c) Pyruvat + ATP       PEP + ADP    ∆Go`= +20 kJ/mol 
(3d) Pyruvat + CO2 + ATP                 Oxalacetat + ADP + Pi   ∆Go`=     0 kJ/mol 
(3e) Oxalacetat + ATP (GTP)      PEP + CO2 + ADP (GDP)   ∆Go`=  -12 kJ/mol 
 
Reaktion (3a) wird durch PEP-Synthetase (PpsA), Reaktion (3b) durch Pyruvat, 
Orthophosphat Dikinase (PpdK), Reaktion (3c) durch Pyruvat-Kinase (Pyk), Reaktion (3d) 
durch Pyruvat-Carboxylase (Pyc) und Reaktion (3e) durch PEP-Carboxykinase (Pck) 
katalyisert. Im Genom von M. barkeri wurden Gene für PEP-Synthetase (50%), Pyruvat, 
Orthophosphat Dikinase (59%, Clostridium symbiosum), Pyruvat-Kinase (43%) und für 
Pyruvat-Carboxylase (64%, M. thermoautotrophicus) nicht aber für PEP-Carboxykinase 
gefunden. Untersuchungen zur Expression der Gene in Methanosarcina ssp. liegen mit 
Ausnahme von Pyruvat-Carboxylase nicht vor. Sowohl für M. barkeri als auch für 
M. jannaschii und M. thermoautotrophicus konnte gezeigt werden, dass diese Organismen 
Pyruvat-Carboxylase für die Synthese von Oxalacetat, welches ein wichtiger Vorläufer für die 
Synthese von Aminosäuren und Tetrapyrrolen (über α-Ketoglutarat) darstellt, nutzen 
(Mukhopadhyay et al., 1998; Mukhopadhyay et al., 2001; Shieh & Whitman, 1987; Simpson 
& Whitman, 1993). Eine mögliche PEP-Synthese in Methanosarcina ssp. durch einen 
zweistufigen Prozess aus einer Kombination von Pyruvat-Carboxylase mit anschließender 
Decarboxylierung von Oxalacetat zu PEP ist aufgrund des offensichtlichen Fehlens von PEP-
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Carboxykinase unwahrscheinlich. Thermodynamische Untersuchungen mit partiell 
gereinigter PEP-Synthetase aus M. marburgensis ergaben, dass das Enzym in vivo die 
energetisch bevorzugte Synthese von PEP aus Pyruvat und ATP katalysierte (Eyzaguirre et 
al., 1982). Da die Synthese von PEP aus Pyruvat - katalysiert durch Pyruvat-Kinase oder 
Pyruvat, Orthophosphat Dikinase - stark endergone Reaktionen sind, muss angenommen 
werden, dass auch in M. barkeri PEP aus Pyruvat über die PEP-Synthetase synthetisiert wird. 
Das Vorkommen von Pyruvat-Kinase kann durch den Befund erklärt werden, dass 
Methanosarcina ssp. bei Wachstum auf Acetat oder Methanol unter Stickstoff-limitierenden 
Bedingungen Glykogen bildet, das in der stationären Phase bzw. unter Substratmangel wieder 
abgebaut wird, wobei PEP und Pyruvat als Zwischenprodukte bei der Bildung von CO2 und 
Methan durchlaufen werden (Murray & Zinder, 1987; Yu et al., 1994). 
 
Von Phosphoenolpyruvat zu 3-Phosphoglycerat: Die Umwandlung von Phosphoenol-
pyruvat (PEP) zu 3-Phosphoglycerat (3-PGA) erfolgt über 2-Phosphoglycerat (2-PGA) in 
zwei Reaktionen (Abb. 20, Reaktionen 4 und 5): 
 
(4)  PEP + H2O  2-PGA       ∆Go`= -1,7 kJ/mol 
(5)  2-PGA   3-PGA       ∆Go`= -4,6 kJ/mol 
 
Reaktion (4) wird durch Enolase (Eno) und Reaktion (5) durch 3-Phosphoglycerat-
Mutase (Pgm) katalysiert. Ein Gen für Enolase findet sich in nahezu allen Archaea 
einschließlich Methanosarcina ssp. (52%) (Oslancova & Janecek, 2004). In Zellextrakten von 
M. maripaludis, M. thermoautotrophicus und P. furiosus wurden sowohl Enolase- als auch 
3-Phosphoglycerat-Mutase-Aktivität detektiert (Yu et al., 1994; Jansen et al., 1982; Schäfer & 
Schönheit 1993). Enolase aus P. furiosus wurde gereinigt, charakterisiert und ist nachweislich 
an der Glukoneogenese aus Pyruvat über den Emden-Meyerhof-Weg bzw. der Glykolyse über 
einen modifizierten Entner-Doudoroff-Weg beteiligt (Peak et al., 1994; Schäfer & Schönheit, 
1993). In Bacteria und Eucarya unterscheidet man zwischen zwei Typen von 
Phosphoglycerat-Mutasen (Pgm), die sich in ihrer Abhängigkeit von 2,3-Bisphosphoglycerat 
als Phosphatdonor unterscheiden und strukturell nicht miteinander verwandt sind (Jedrzejas, 
2000). Mit Ausnahme einiger weniger Organismen, wie z. B. E. coli, der sowohl Kofaktor-
abhängige Pgm (dPgm) als auch Kofaktor-unabhängige Pgm (iPgm) besitzt (Fraser et al., 
1999), findet man in den meisten Bacteria iPgm. M. barkeri und andere Methanosarcina ssp. 
scheinen sowohl ein Gen für dPgm (45%) als auch zwei Gene für iPgm (53% und 52%) zu 
besitzen, wobei eines der iPgm-Gene in der Nähe von den Genen für PEP-Synthase und 
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3-Phosphoglycerat-Dehydrogenase liegt. Obwohl biochemische Untersuchungen zu Enolase 
oder 3-Phosphoglycerat-Mutase fehlen, legt dieser Befund nahe, dass M. barkeri in der Lage 
ist, 3-PGA aus PEP zu synthetisieren. Interessanterweise scheint das Vorhandensein von 
Bacteria-ähnlichen Pgm innerhalb der Archaea auf Methanosarcinales beschränkt zu sein, da 
in allen anderen archaeellen Genomen entsprechende Gene nicht gefunden wurden (van der 
Oost et al., 2002). Stattdessen konnte in diesen Organismen Gene einer neuen Familie von 
Proteinen, die nur weitläufig mit iPgm aus Bacteria verwandt sind, identifiziert werden, von 
denen angenommen wurde, dass sie für iPgm kodieren (van der Oost et al., 2002). Dass es 
sich bei diesen Genen tatsächlich um archaeelle iPgm handelt, wurde durch die Reinigung 
und Charakterisierung von heterolog in E. coli überproduzierter Pgm aus M. jannaschii 
P. furiosus und Sulfolobus solfataricus bestätigt (Graham et al., 2002; Potters et al., 2003; van 
der Oost et al., 2002). Auch Methanosarcina ssp. verfügen über einen offenen Leserahmen, 
dessen abgeleitete Aminosäuresequenz 40% Sequenzidentität zu iPgm aus M. jannaschii 
zeigt. Darüber hinaus scheinen Orthologe dieser neuartigen iPgm in fast allen archaeellen 
Genomen verbreitet zu sein (van der Oost et al., 2002), was in Einklang damit steht, dass 
nicht nur in Zellextrakten von P. furiosus, sondern auch in Zellextrakten von M. maripaludis 
und A. fulgidus Kofaktor-unabhänige Phosphoglycerat-Mutase-Aktivität detektiert wurde 
(Labes & Schönheit, 2001; Schönheit & Schäfer, 1995; Yu et al., 1994). 
 
Von 3-PGA zu Serin: Der Weg führt über Phosphohydroxypyruvat und Phosphoserin zu 
Serin: 
 
(6) 3-PGA + NAD+     Phosphohydroxypyruvat + NADH 
(7) Phosphohydroxypyruvat + Glutamat  3-Phosphoserin + α-Ketoglutarat 
(8) Phosphoserin + H2O    Serin + Pi 
 
Reaktion (6) wird durch 3-Phosphoglycerat-Dehydrogenase (SerA), Reaktion (7) 
durch Phosphoserin-Transaminase (SerC) und Reaktion (8) durch Phosphoserin-Phosphatase 
(SerB) katalyisert. Die Gene für SerA (38%), SerC (25%) und SerB (30%) wurden im Genom 
von Methanosarcina ssp. und den sequenzierten Genomen anderer methanogener Archaea 
gefunden. Markierungsstudien mit Methanospirillum hungatei und M. barkeri haben gezeigt, 
dass in den Methanogenen Serin mit großer Wahrscheinlichkeit ausgehend von Acetat über 
den herkömmlichen Weg synthetisiert wird (Stauffer, 1996; Ekiel et al., 1983; Ekiel et al., 
1985). Unterstützt wurde diese Annahme durch die Beobachtung, dass ein Plasmid, das serC 
aus M. barkeri trug, in der Lage war, eine E. coli-serC-Mutante zu komplementieren und nur 
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derartig komplementierte Zellen Phosphoserin-Aminotransferase-Aktivität aufwiesen 
(Metcalf et al., 1996). 
 
Von Serin zu Purinen: Ausgehend von Serin wird die Hydroxymethylgruppe zunächst auf 
H4F unter Bildung von Methylen-H4F übertragen und nach Oxidation zu N10-Formyl-H4F in 
die Positionen C2 und C8 von Adenin und Guanin inkorporiert (Abb. 20, Reaktionen 9 bis 12), 
wobei Glycinamidribonucleotid (GAR), Formyl-Glycinamidribonucleotid (FGAR), 
5-Aminoimidazol-4-Carboxamidribonucleotid (AICAR) und N-Formyl-Aminoimidazol-4-
Carboxamidribonucleotid (FAICAR) als Zwischenprodukte durchlaufen werden: 
 
(9)      L-Serin + H4F     Glycin + Methylen-H4F 
(10a)  Methylen-H4F + NAD+   Methenyl-H4F+ + NADH 
(10b)  Methenyl-H4F++ H2O    N10-Formyl-H4F + H+ 
(11)    N10-Formyl-H4F + GAR   FGAR + H4F 
(12)    N10-Formyl-H4F+ AICAR   FAICAR + H4F 
 
Reaktion (9) wird durch Serin-Hydroxymethyltransferase (GlyA), Reaktionen (10a) 
und (10b) durch Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-Cylcohydrolase (FolD), 
Reaktion (11) durch Phosphoribosylglycinamid-Formyltransferase (PurN) und Reaktion (12) 
durch Phosphoribosylimidazolcarboxamid-Formyltransferase (PurH) katalysiert. Wie in der 
Einleitung beschrieben konnten Gene, die putativ für diese Proteine kodieren, im Genom von 
Methanosarcina ssp. gefunden werden (siehe Abb. 4). Durch die Charakterisierung von Serin-
Hydroxymethyltransferase (GlyA) und Methylen-H4F-Dehydrogenase/Methenyl-H4F-
Cyclohydrolase (FolD) aus M. barkeri konnte bestätigt werden, dass diese H4F-spezifischen 
Enzyme tatsächlich in dem Archaeon exprimiert werden. Die durch GlyA und FolD 
katalysierten Reaktionen gewährleisten, dass dem Organismus energiereiche Formyl-Gruppen 
für die Biosynthese von Purinen bereitgestellt werden. Unter den experimentellen 
Bedingungen wuchs M. barkeri auf Methanol mit einer Verdopplungszeit von ca. 8 h, woraus 
sich - unter der Annahme, dass die Trockenzellen etwa 10% Nukleinsäuren und 50% Protein 
enthalten - eine spezifische Syntheserate für die Purine von ~0,2 mU/mg Protein ergibt. Wie 
Aktivitätsmessungen mit Zellextrakten von M. barkeri gezeigt haben, liegen die spezifischen 
Aktivitäten von FolD mit 10 mU/mg und GlyA mit 1,8 mU/mg (Lin & Sparling, 1998) um 
mehr als den Faktor fünf höher als für die Synthese der Purine benötigt wird. Eine Rolle im 
anabolen C1-Metabolismus ist daher anzunehmen, da im umgekehrten Sinne die Aktivitäten 
weniger als 0,1% der spezifischen Bildungsrate von Methan mit 0,5 U/mg Protein (Perski et 
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al., 1982) betragen, wodurch erwartungsgemäß eine Funktion im Energiemetabolismus 
ausgeschlossen werden kann. Der Einbau von N10-Formyl-H4F in die Positionen C2 und C8 
der Purine erfolgt dann wie folgt: Katalysiert durch PurN wird aus Glycinamidribonucleotid 
(GAR) und N10-Formyl-H4F Formyl-Glycinamidribonucleotid (FGAR) synthetisiert, das 
durch eine Serie von Reaktionen zunächst zu 5-Aminoimidazol-4-Carboxamidribonucleotid 
umgesetzt wird (AICAR). Die Inkorporation einer zweiten Formyl-Gruppe in dieses Molekül 
wird durch PurH katalysiert und führt zu der Bildung von N-Formyl-Aminoimidazol-4-
Carboxamidribonucleotid (FAICAR). Im Anschluss daran erfolgt eine Hydrolyse zu Inositat, 
von dem ausgehend AMP und GMP synthetisiert werden (Kappock et al., 2000). Jeweils ein 
Gen für PurN (46%) und für PurH (48%) konnte in den Genomen von Methanosarcina ssp. 
gefunden werden, was den Biosyntheseweg von Purinen ausgehend von Acetat 
vervollständigt. Ein alternativer Mechanismus der Purinsynthese, wie er beispielsweise für 
M. thermoautotrophicus beschrieben wurde und den direkten Einbau von Formiat in die 
Positionen C2 und C8 unter ATP-Verbrauch einschließt, scheint in M. barkeri aufgrund der 
Ergebnisse von Markierungsstudien (siehe Einleitung) nicht operativ zu sein und kann auf das 
Fehlen von purT im Genom von Methanosarcina ssp. zurückgeführt werden (Choquet et al., 
1994; White, 1997; Tanner et al., 1989). 
 
Von Methylen-H4F zu Thymidylat: Bislang sind zwei Thymidylat-Biosynthesewege 
ausgehend von Methylen-H4F bzw. Methylen-H4SPT/H4MPT bekannt: 
 
(13a)  Methylen-H4F + dUMP        dTMP + H2F 
(13b)  H2F + NADPH+ H+         H4F + NADP+ 
(13c)  Methylen-H4F + NADPH+ H+ + dUMP      dTMP + H4F + NADP+ 
 
Reaktion (13a) wird durch Thymidylat-Synthase (ThyA) und Reaktion (13b) durch 
Dihydrofolat-Reduktase (FolA) katalysiert. Reaktion (13c) wird durch Flavin-abhängige 
Thymidylat-Synthase (ThyX) katalyisert. Im Genom von Methanosarcina ssp. wurden 
sowohl ein Gen für ThyA (37%) als auch zwei Gene für ThyX (39% und 24%; M. jannaschii 
MJ0757), nicht aber für FolA gefunden. Für M. thermophila und S. solfataricus wurde 
gezeigt, dass Zellextrakte nach Zugabe von dUMP und deuteriertem Formaldehyd dTMP 
generierten (Nyce & White, 1996). Es wurde angenommen, dass dabei das im Zellextrakt von 
M. thermophila vorhandene H4SPT spontan mit Formaldehyd zu Methylen-H4SPT reagierte 
und als Substrat für die Thymidylat-Synthase diente. Versuche, in dem Organismus ein 
entsprechendes Gen, das für Thymidylat-Synthase kodiert, mit degenerierten Primern von 
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hochkonservierten Regionen der bakteriellen und eukaryotische ThyA zu identifizieren, 
waren nicht erfolgreich (Nyce & White, 1996). Aus Methanothermobacter marburgensis 
konnte ein Protein gereinigt und teilweise charakterisiert werden, das den Tritium-Austausch 
von [5-3H]-dUMP mit Protonen und die Dehalogenierung von 5-Bromo-Desoxyuridin-
Monophosphat katalysierte, welches Kofaktor-unabhängige Nebenreaktionen von 
Thymidylat-Synthase darstellen. Die Bildung von dTMP aus Methylen-H4MPT oder 
Methylen-H4F und dUMP konnte jedoch nicht nachgewiesen werden (Krone et al., 1994), 
was später zu der Annahme führte, dass es sich bei diesem Enzym möglicherweise um 
Deoxyuridylat-Hydroxymethyltransferase und nicht um Thymidylat-Synthase handelte 
(Vaupel et al., 1996). Aus M. jannaschii wurden die beiden Gene, die für putative ThyA 
(MJ0511) und ThyX (MJ0757) kodieren, heterolog in E. coli überproduziert und gefunden, 
dass lediglich das Genprodukt von thyX Thymidylat-Synthase-Aktivität aufwies (Xu et al., 
1999). Es zeigte sich, dass diese Aktivität überraschenderweise spezifisch für Methylen-H4F 
zu sein schien, was zunächst nicht verständlich ist, da es keine Hinweise für das Vorkommen 
von H4F in Methanocoocus gibt (White, 1990). Um die Verwendung von Methylen-H4F 
durch Thymidylat-Synthase aus M. jannaschii zu erklären, postulierte White, dass das Enzym 
möglicherweise einen noch nicht an C7 und C9 methylierten Biosynthesevorläufer von H4SPT 
verwendet, der in seiner Struktur stärker H4F gleicht (Abb. 1). Die beiden Methylgruppen 
werden ausgehend von S-Adenosylmethionin erst in den letzten Schritten der Biosynthese 
von H4SPT in das Molekül eingebaut (White, 1998). Eine spezifische Regulation der 
Methylase-Aktivität könnte demnach bewirken, dass in dem entstehenden Tetrahyrobiopterin-
Pool geringe Anteile des Coenzyms in einem nicht- oder semi-methylierten Zustand vorliegen 
und dann als Substrat im anabolen C1-Metabolismus dienen. 
 
Von Methylen-H4F zu α-Ketopantoat: Der erste Schritt in der Biosynthese von Pantothenat, 
das als Vorläufer für die Synthese von Coenzym-A verwendet wird, stellt die Methylierung 
von α-Ketoisovalerat durch α-Ketopantoat-Hydroxymethyltransferase (PanB) dar: 
 
(14) Methylen-H4F + α-Ketoisovalerat       α-Ketopantoat + H4F 
 
Ausser PanB (Reaktion (14)) sind an der Pantothenat-Synthese noch drei weitere 
Enzyme - PanC, PanD und PanE - beteiligt (Jackowski, 1996; Begley et al., 2001). 
Sorgfältige Genomanalysen durch Genschel ergaben, dass in den bisher sequenzierten 
Genomen von verschiedenen Archaea die Gene von PanB und PanE in vereinzelten nicht-
methanogenen Archaea konserviert zu sein scheinen und vermutlich durch horizontalen 
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Gentransfer von thermophilen Bacteria aquiriert wurden (Genschel, 2004). Im Gegensatz 
dazu wurde in den Genomen von methanogenen Archaea einschließlich Methanosarcina ssp. 
keines dieser Gene gefunden. Da aufgrund von biochemischen Untersuchungen ausser 
Zweifel steht, dass Pantothenat in methanogenen Archaea vorkommt (Noll & Barber, 1988; 
Leigh, 1983) und Coenzym-A als ein zentraler Cofaktor in einer Vielzahl von anabolen und 
katabolen Reaktionen beteiligt ist (Ruhlemann et al., 1985), muss angenommen werden, dass 
Pantothenat bzw. Coenzym-A in methanogenen Archaea vollkommen anders synthetisiert 
wird oder der Biosyntheseweg durch konvergente Evolution entstanden ist. 
 
Von Methylen-H4F zu Methionin: An der Biosynthese von Methionin ausgehend von 
Methylen-H4F bzw. Methylen-H4MPT/-H4SPT sind zwei Reaktionen beteiligt: 
 
(15a) Methylen-H4F + NAD(P)H +H+   N5-Methyl-H4F + NAD(P)+ ∆Go`= -21,6 kJ/mol 
(15b) Methylen-H4MPT + F420H2    N5-Methyl-H4MPT + F420    ∆Go`=   -5,2 kJ/mol 
(16a) N5-Methyl-H4F + Homocystein    Methionin + H4F            ∆Go`=    -30 kJ/mol 
(16b) N5-Methyl-H4MPT + Homocystein   Methionin + H4MPT            ∆Go`=    -30 kJ/mol 
 
Reaktion (15a) wird durch NAD(P)+-abhängige Methylen-H4F-Reduktase (MetF), 
Reaktion (15b) durch F420-abhängige Methylen-H4MPT-Reduktase (Mer) und Reaktion 
(16a/b) entweder durch Cobalamin-abhängige Methioninsynthase (MetH) oder durch 
Cobalamin-unabhängige Methionin-Synthase (MetE) katalysiert. Methylen-H4MPT-
Reduktase ist ein gut untersuchtes Enzym der Methanogenese und katalyisert in 
Methanosarcina ssp. die Reduktion von Methylen-H4SPT zu Methyl-H4SPT, wobei 
reduziertes F420 als Elektronenüberträger dient (Ma & Thauer, 1998). Obwohl im Genom der 
Methanosarcinales ein Gen identifiziert werden konnte, dessen abgeleitete 
Aminosäuresequenz 26% Sequenzidentität zu MetF aus E. coli aufweist (Abb. 4), gelang es 
nicht, MetF in Zellextrakten von M. barkeri durch Aktivitätstests oder Immunodetektion 
nachzuweisen. Darüber hinaus verhinderte die Akkumulation des heterolog überproduzierten 
MetF aus M. barkeri in Form von „Inclusion Bodies“ eine biochemische Charakterisierung 
des Genproduktes von metF. Da metF stromabwärts von Genen liegt, die für H4F-spezifische 
Enzyme kodieren (Abb. 4), kann spekuliert werden, dass es sich bei MetF ebenfalls um ein 
H4F-spezifisches Enzym handeln könnte. Aufgrund fehlender Nachweise bleibt jedoch 
unklar, ob MetF in M. barkeri exprimiert wird und eine mögliche Rolle im anabolen 
Stoffwechsel erfüllt. 
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Die Biosynthese von Methionin findet im Allgemeinen ausgehend von N5-Methyl-H4F 
statt (Matthews & Drummond, 1990). Es konnten in den Genomen von Methanosarcina ssp. 
jedoch keine offenen Leserahmen für Proteine mit Sequenzverwandtschaft zu Cobalamin-
abhängiger Methionin-Synthase (MetH) oder Cobalamin-unabhängiger Methionin-Synthase 
(MetE) aus E. coli gefunden werden. Markierungsstudien mit M. barkeri und M. concilii 
ergaben jedoch, dass in M. concilii während des Wachstums auf H2 und CO2 in Gegenwart 
von [2-13C]-Acetat die Methylgruppe von Methionin von C2 aus Acetat stammte und nicht 
ausgehend von CO2 inkorporiert wurde, wie es beispielsweise für M. thermoautotrophicus 
oder M. hungatei gezeigt wurde (Ekiel et al., 1985; Ekiel et al., 1983). Obwohl eine 
entsprechende Markierung des ε-Kohlenstoffs von Methionin ausgehend von C2 aus Acetat in 
M. barkeri nicht nachgewiesen werden konnte, deuten diese Ergebnisse darauf hin, dass 
Methionin aus Homocystein und N5-Methyl-H4F und nicht von N5-Methyl-H4SPT 
synthetisiert wird (Ekiel et al., 1985). Da es nicht gelang, die Aktivität von Methylen-H4F-
Reduktase in Zellextrakten von M. barkeri zu detektieren, ist eine Aussage über den Methyl-
Donor für die Biosynthese von Methionin in diesem Organismus nicht möglich. Anders als 
bei der Synthese von C2 und C8 der Purine ist die Verwendung von N5-Methyl-H4F jedoch 
nicht zwingend, da angenommen wird, dass die Gruppentransferpotentiale von N5-Methyl-
H4F und N5-Methyl-H4MPT/-H4SPT sehr ähnlich sind (Maden, 2000). In den meisten 
Methanogenen wird die Methylgruppe von Methionin höchstwahrscheinlich ausgehend von 
CO2 über  N5-Methyl-H4MPT/-H4SPT synthetisiert (Choquet et al., 1994), jedoch ist es 
bislang noch nicht gelungen, den Nachweis von H4MPT/-H4SPT-spezifischer Methionin-
Synthase in methanogenen Archaea zu erbringen (Schröder & Thauer, 1999) (siehe 
Einleitung). 
Im Hinblick auf die thermodynamischen Eigenschaften von N5-Methyl-
H4MPT/-H4SPT und N5-Methyl-H4F ist es in diesem Zusammenhang interessant, dass die 
membrangebundene Methyl: H4SPT:Coenzym-M-Methyltransferase von M. mazei Gö1 auch 
signifikante Aktivität mit N5-Methyl-H4F zeigte (Lienard et al., 1996), was deutlich macht, 
dass auch für die biosynthetischen Reaktionen ausgehend von der Oxidationsstufe des 
Methanols prinzipiell beide C1-Überträger genutzt werden können. Dieses Argument ist 
ebenfalls zutreffend für Reaktionen ausgehend von Methylen-H4F/-H4MPT (PanB, 
ThyA/ThyX und GlyA), was durch die Existenz von sowohl H4F-abhängiger als auch 
H4MPT-abhängiger Serin-Hydroxymethyltransferase innerhalb der methanogenen Archaea 
gestützt wird und zeigt, dass eine Voraussage bezüglich der Substratspezifität insbesondere 
für diese Enzyme nicht möglich ist (Hoyt et al., 1986; Lin & Sparling, 1998). 
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2  H4F-Biosynthese in M. barkeri 
 
Da M. barkeri nachweislich H4F-spezifische Enzyme exprimiert, sollte der 
Organismus auch H4F enthalten. Ein wichtiger Hinweis, dass dies tatsächlich der Fall ist, 
liefert die Beobachtung, dass M. barkeri nicht in Abwesenheit von Folsäure oder 
p-Aminobenzoesäure im Medium wächst und offensichtlich nicht in der Lage ist, H4F völlig 
de novo zu synthetisieren. Abb. 21 zeigt eine schematische Darstellung des Biosyntheseweges 



























Abbildung 21: Schematische Darstellung der Biosynthese von Tetrahydrofolat (H4F) ausgehend von
6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat und p-Aminobenzoesäure in E. coli (modifiziert nach
Green, 1996).  1  Dihydropteroat-Synthase (FolP);  2  Dihydrofolat-Synthase (FolC);  3  Dihydrofolat-Reduktase
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Ausgehend von GTP wird zunächst 6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-
Pyrophosphat gebildet, das - katalysiert durch Dihydropteroat-Synthase (FolP) - mit 
p-Aminobenzoesäure zu Dihydropteroat kondensiert (Abb. 21, Reaktion 1). In zwei weiteren 
Schritten wird unter Beteiligung von Dihydrofolat-Synthase (FolC) ein Glutamatrest 
ankondensiert, bevor das entstandene Dihydrofolat zu Tetrahydrofolat durch Dihydrofolat-
Reduktase (FolA) reduziert wird (Abb. 21, Reaktionen 2 und 3). 
Die Abhängigkeit des Wachstums von M. barkeri von p-Aminobenzoesäure deutet 
darauf hin, dass in diesem Organismus p-Aminobenzoesäure nicht aus Chorismat synthetisiert 
werden kann. In E. coli sind daran die Enzyme 4-Amino-4-Desoxychorismat-Synthase 
(PabA/PabB) und 4-Amino-4-Desoxychorismat-Lyase (PabC) beteiligt (Abb. 21, Reaktionen 
4 und 5). Im Genom von M. barkeri wurden Gene für PabA (42%), PabB (33%) und PabC 
(27%) gefunden. Da biochemische Untersuchungen bezüglich der p-Aminobenzoesäure-
Synthese jedoch fehlen, bleibt unklar, warum M. barkeri auf p-Aminobenzoesäure für das 
Wachstum angewiesen ist. Festzustehen scheint allerdings, dass die sehr niedrige 
Konzentration von 20 nM p-Aminobenzoesäure im Medium für die Biosynthese von H4F in 
M. barkeri ausreichen dürfte (siehe Ergebnisse). 
Von den drei Enzymen, die an der Synthese von H4F aus 6-Hydroxymethyl-7,8-
Dihydropterin-Pyrophosphat und p-Aminobenzoesäure beteiligt sind, wurden im Genom von 
Methanosarcina ssp. zwei Gene entdeckt, die für putative Dihydropteroat-Synthase (FolP) 
kodieren. Die abgeleiteten Aminosäuresequenzen zeigen mit 36% für FolP1 und mit 29% für 
FolP2 relativ hohe Sequenzidentität zu FolP aus E. coli. Das Gen für FolP1 liegt stromabwärts 
von purN, glyA und folD (siehe Abb. 4), was zusammen mit der höheren Sequenzidentität zu 
dem entsprechenden E. coli-Enzym nahe legt, dass FolP1 an der H4F-Synthese beteiligt ist. 
Das Vorkommen eines Enzyms in M. barkeri, das die Synthese von Dihydropteroat 
katalysiert, geht auch aus dem in dieser Arbeit beschriebenen Befund hervor, dass das 
Wachstum dieses Archaeons durch Sulfanilamid, einem klassischen Hemmstoff der 
Dihydropteroat-Synthase und somit der H4F-Biosynthese, inhibiert wird und durch die 
erhöhte Zugabe von p-Aminobenzoesäure wieder aufgehoben werden kann. 
Im Genom von Methanosarcina ssp. fehlen Gene für Dihydrofolat-Synthase (FolC) 
und Dihydrofolat-Reduktase (FolA). Im Falle von FolC lässt sich argumentieren, dass in 
M. barkeri Tetrahydropteroat und nicht H4F der eigentliche C1-Überträger ist, was ein folC-
Gen überflüssig machen würde. Wie in der Einleitung beschrieben, werden die für den 
C1-Gruppen-Transfer essentiellen Stickstoffe N5 und N10 der Pterine in ihren chemischen 
Eigenschaften nicht durch die Glutamatreste von H4F oder durch den Phosphatrest von 
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H4MPT/H4SPT beeinflusst, sodass eine stark verkürzte Variante des C1-Überträgers 
physiologisch relevant sein könnte. Wie für methylotrophe Bakterien gezeigt wurde, 
synthetisieren diese neben H4F eine modifizierte Form von Tetrahydromethanopterin, dem 
der endständige Phosphatidyl-Hydroxyglutaratrest fehlt. Dieses sogenannte Dephospho-
H4MPT wird als C1-Überträger bei der Oxidation von Formaldehyd zu CO2 verwendet 
(Vorholt et al., 1998) und spezifisch zur Trennung des anabolen und katabolen 
C1-Stoffwechsels genutzt (Chistoserdova et al., 1998). Es könnte aber auch sein, dass es in 
Methanosarcina ssp. eine Dihydrofolat-Synthase gibt, die nicht mit FolC von E. coli 
verwandt ist. Dieses Argument lässt sich auch für das Fehlen des Gens für Dihydrofolat-
Reduktase (FolA) anbringen. Hinweise dafür, dass die Biosynthese-Enzyme der Pterin-
Cofaktoren in Archaea und Bacteria nicht zwingend strukturell miteinander verwandt sind, 
liefert das umgekehrte Beispiel der Dihydromethanopterin-Reduktase (Caccamo et al., 2004): 
In dem aeroben α-Proteobakterium Methylobacterium extorquens AM1, das sowohl H4F als 
auch H4MPT enthält, wurde erstmalig eine Dihydromethanopterin-Reduktase (DmrA), die in 
Analogie zu FolA den letzten Schritt der H4MPT-Synthese durch Reduktion von H2MPT zu 
H4MPT katalysiert, identifiziert und charakterisiert. Überraschenderweise konnten keine 
DmrA-Homologe in den Genomen der methanogenen Archaea gefunden werden, was zu der 
Annahme führt, dass in Bacteria und Archaea zwei evolutionär verschiedene Formen von 
Dihydromethanopterin-Reduktase operativ sind (Caccamo et al., 2004). Für eine E. coli-
Mutante mit inaktivem FolA konnte gezeigt werden, dass die Zellen immer noch in der Lage 
waren zu wachsen (Herrington & Chirwa, 1999) und darüber hinaus 60% bis 80% der Menge 
an reduzierten Folaten im Vergleich zum Wildtyp enthielten (Hamm-Alvarez et al., 1990). 
Dies deutet darauf hin, dass auch alternative Wege existieren, um H4F zu synthetisieren. In 
Thermus thermophilus wurde beispielsweise Dihydropteridin-Reduktase gefunden, die neben 
der Regeneration von quinoidem Dihydrofolat (qH2F) (entsteht bei nicht-enzymatischer 
Oxidation von H4F) zusätzlich die Reduktion von Dihydrofolat (H2F) mit NADPH zu 
Tetrahydrofolat katalysiert. Obwohl die spezifische Aktivität mit H2F nur 20% von der mit 
qH2F betrug, könnte dies ein alternativer Mechanismus für die Synthese von H4F darstellen. 
Außer Frage steht jedoch, dass es in Methanosarcina ein Dihydrofolat- und/oder 
Dihydromethanopterin-reduzierendes Enzym geben muss, und zwar nicht nur für die 
Biosynthese der beiden C1-Überträger, sondern wahrscheinlich auch für die Re-Reduktion 
von H2F bzw. H2MPT/H2SPT, das bei der Biosynthese von Thymidylat (siehe Reaktion (13a), 
S. 71) entsteht. 
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Von der Biosynthese von 6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat in 
methanogenen Archaea ist bekannt, dass sie wie in E. coli von GTP ausgeht (Green et al., 
1996; White, 2001; White & Zhou, 1993). Wie in Zellextrakten von M. thermophila jedoch 
nachgewiesen werden konnte, werden zum Teil andere Zwischenprodukte durchlaufen, 
(Howell & White, 1997), was die Beteiligung von Enzymen, die mit denen von E. coli nicht 
verwandt sind, unumgänglich macht (White, 2001). Da, wie im nächsten Abschnitt erläutert, 
6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat nicht nur eine Zwischenstufe bei der 
Biosynthese von H4F, sondern auch von H4MPT/H4SPT ist, kann angenommen werden, dass 
die Synthese dieses Intermediates gesichert ist. 
 
 
3  H4MPT-/H4SPT-Synthese in methanogenen Archaea 
 
Die strukturelle Ähnlichkeit zwischen H4MPT/H4SPT und H4F (siehe Abb. 1) lässt 
vermuten, dass die Biosynthesewege beider Coenzyme Gemeinsamkeiten aufweisen. Durch 
Markierungsstudien wurde gezeigt, dass in beiden Molekülen der Pterinring von GTP und der 
Benzolring von p-Aminobenzoesäure abstammen (White & Zhou, 1993). Ein wichtiger 
Unterschied stellt jedoch die Inkorporation von p-Aminobenzoesäure in das jeweilige 
Molekül dar: Während in der H4F-Synthese Dihydropteroat-Synthase (FolP) 
p-Aminobenzoesäure mit 6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat zu 
Dihydropteroat kondensiert (Abb. 21, Reaktion 1), wird während der H4MPT-/H4SPT-
Synthese p-Aminobenzoesäure zunächst mit Phosphoribosylaminobenzol-Pyrophosphat zu 
β-Ribofuranosylaminobenzol-5`-Phosphat (β-RFAP) umgesetzt, was durch β-RFAP-Synthase 
katalysiert wird (White, 2001) (Abb. 22, Reaktion 3). Im Anschluss daran wird β-RFAP mit 
6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat zu 7,8-Dihydropterin-6-ylmethyl-4-(β-D)-
Ribofuranosylaminobenzol-5`-Phosphat verknüpft, eine Reaktion, die von einem Enzym 
katalysiert wird, das mit FolP Sequenzverwandtschaft zeigt (Abb. 22, Reaktion 1). In 
M. jannaschii konnte ein entsprechendes Gen (MJ0301) identifiziert werden, dessen in E. coli 
heterolog überproduziertes Genprodukt die Kondensation von 6-Hydroxymethyl-7,8-
Dihydropterin-Pyrophosphat mit β-RFAP, jedoch nicht mit p-Aminobenzoesäure, katalysierte 
(Xu et al., 1999). Wie im vorangegangenen Abschnitt beschrieben, gibt es im Genom von 
M. barkeri zwei Gene für FolP, wobei die abgeleitete Aminosäuresequenz von folP1 höhere 
Sequenzidentität zu E. coli zeigt als die von folP2. Umgekehrt ähnelt die abgeleitete 
Aminosäuresequenz von folP2 stärker der von MJ0301, was eine mögliche Beteiligung an der 
H4SPT-Synthese vermuten lässt. Diese Befunde decken sich mit der Annahme, dass in 
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Wie in der schematischen Darstellung in Abb. 22 angedeutet, umfasst der 
Biosyntheseweg von H4MPT/H4SPT mindestens 17 Reaktionen, die mit Ausnahme des 
letzten Reduktionsschrittes von H2MPT zu H4MPT in Zellextrakten von M. thermophila 
nachgewiesen wurden (White, 1996; White, 2001). Darüber hinaus konnte White zeigen, dass 
die Biosynthese von H4MPT in Methanothermobacter grundlegend gleich verläuft, was eine 
Universalität dieses Weges innerhalb der Methanogenen nahe legt (White, 1998). 
Abbildung 22: Schematische Darstellung der Biosynthese von Tetrahydromethanopterin (H4MPT)
ausgehend von 6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat und p-Aminobenzoesäure in
methanogenen Archaea nach White (White, 2001).  1  Dihydropteroat-Synthase-ähnliches Enzym (MJ0301;
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Bisher konnten nur wenige Gene, die an der H4MPT-Synthese ausgehend von 
p-Aminobenzoesäure und 6-Hydroxymethyl-7,8-Dihydropterin-Pyrophosphat beteiligt sind, 
in methanogenen Archaea identifiziert und charakterisiert werden: In M. jannaschii wurde 
neben dem bereits erwähnten Gen MJ0301 ein weiteres Gen (MJ1425) gefunden, dessen 
Genprodukt die Umwandlung von α-Ketoglutarat zu Hydroxyglutarat, einer 
Seitenkettenkomponente von H4MPT, katalysiert (Graupner et al., 2000). Das am besten 
untersuchte Enzym stellt jedoch die oben bereits erwähnte β-RFAP-Synthase dar, die den 
ersten Schritt in der H4MPT-Synthese katalysiert (Abb. 22, Reaktion 3). Die 
Charakterisierung des gereinigten Enzyms aus M. thermophila ergab, dass das Enzym 
spezifisch für p-Aminobenzoesäure (Km = 58 ±7 µM) ist und lediglich p-Hydroxybenzoesäure 
und 4-Aminothiobenzoesäure als alternatives Substrat mit einer deutlich niedrigeren 
katalytischen Effizienz akzepiert (Rasche & White, 1998). Als Hemmstoffe wurden 
zahlreiche N-substituierte p-Aminobenzoesäure-Analoga wie z. B. 4-Methyl-
aminobenzeosäure (Ki = 350 µM) oder 4-Propylaminobenzoesäure (Ki = 20 µM) identifiziert 
(Rasche & White, 1998, Dumitru et al., 2003). Im Gegensatz dazu war Sulfanilamid, ein 
C1-substituiertes p-Aminobenzoesäure-Analogon, bei einer Konzentration von 5 mM ohne 
Effekt auf die β-RFAP-Synthase-Aktivität (Rasche & White, 1998). Aufgrund dieser 
Resultate ist unwahrscheinlich, dass die beobachtete Wachstumsinhibition von M. barkeri 
durch Sulfanilamid auf die Hemmung der β-RFAP-Synthase und damit der H4SPT-Synthese 
zurückzuführen ist, sondern auf der Hemmung von der an der H4F-Synthese beteiligten 
Dihydropteroat-Synthase (FolP) beruht. 
 
Nicht in Übereinstimmung mit dem in Abb. 22 dargestellten Biosyntheseweg für 
H4MPT ist der in dieser Arbeit gemachte Befund, dass das Wachstum von M. barkeri von 
p-Aminobenzoesäure - und zwar in sehr geringen Konzentrationen - abhängig ist: Die 
Konzentration von 20 nM p-Aminobenzoesäure im Medium, die zur Rekonstitution des 
Wachstums erforderlich ist, reicht bei weitem nicht aus, um die Biosynthese von H4SPT in 
M. barkeri erklären zu können (siehe Ergebnisse). Unter p-Aminobenzoesäure-limitierenden 
Bedingungen wurden weniger als 0,4% des H4SPT aus der in die Zelle aufgenommenen 
p-Aminobenzoesäure synthetisiert, was darauf hindeutet, dass freie p-Aminobenzoesäure 
unter diesen Bedingungen kein Intermediat in der H4SPT-Synthese darstellt und somit im 
Widerspruch zu dem bisher angenommenen Syntheseweg steht (White, 2001). Die in 
Zellextrakten von M. thermophila gefundenen sehr geringen spezifischen Aktivitäten von 
β-RFAP-Synthase von 0,03 mU/mg unterstützen diese Hypothese, nicht jedoch der niedrige 
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Km für p-Aminobenzoesäure von ~60 µM, der für dieses Enzym gemessen wurde (Rasche & 
White, 1998; Scott & Rasche, 2002). Es wurde beobachtet, dass der prozentuale Anteil an 
H4SPT, der auf die Verwendung von aus dem Medium aufgenommener p-Aminobenzoesäure 
zurückzuführen ist, auf ca. 13% anstieg, wenn die p-Aminobenzoesäure-Konzentration im 
Medium erhöht wurde. Diese Beobachtung deckt sich mit Markierungsversuchen von White, 
die gezeigt haben, dass in Methanobacterium formicicum deuterierte p-Aminobenzoesäure in 
den Arylamin-Teil von H4MPT eingebaut wurde, wenn der Organismus in Gegenwart von 
2 mM [2H2-Ring]-p-Aminobenzoesäure im Medium gezogen wurde (White, 1985). 
Entsprechende Experimente wurden für Methanosarcina ssp. nicht durchgeführt. Insgesamt 
lassen diese Befunde vermuten, dass in M. barkeri möglicherweise zwei alternative 
Synthesewege operativ sind, von denen nur einer freie p-Aminobenzoesäure verwendet. Als 
„gebundene p-Aminobenzoesäure“ könnte z. B. 4-Amino-4-Desoxychorismat (ACD) in 
Betracht gezogen werden (Abb. 21), das als Intermediat in der Biosynthese von 
p-Aminobenzoesäure aus Chorismat vorkommt (Green et al., 1996). Alternativ wäre 
vorstellbar, dass ACD das natürliche Substrat von β-RFAP-Synthase in der H4MPT-/H4SPT-
Synthese ist und bei einem Überangebot an freier p-Aminobenzoesäure diese ebenfalls als 
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Nachtrag: H4F-Synthese in M. barkeri 
 
Nach Fertigstellung der Arbeit erhielten wir folgende Information von Prof. Mevarech 
(Universität Tel Aviv), die die Annahme stützen, dass Methanosarcina ssp. in der Lage ist, 
H4F zu synthetisieren (siehe auch S. 82): 
In Halobacterium salinarum wurde kürzlich ein Gen identifiziert, dessen Genprodukt 
eine Fusion aus FolC und FolP (FolC~P) darstellt (siehe Abb. 21) und über ein 100 
Aminosäuren langes Polypeptid miteinander verknüpft ist. Eine Mutante von Haloferax 
volcanii, die keine Dihydrofolat-Reduktase (FolA) besitzt, konnte erfolgreich mit folP~C aus 
H. salinarum komplementiert werden. Homologe Sequenzen zu dem Linker-Polypeptid 
wurden in Haloarcula marismortui, Helicobacter pylori, Campylobacter jejuni, 
Thermoanaerobacter tengcongensis und Methanosarcina ssp. identifiziert, wo sie N- oder C-
terminal an FolP fusioniert vorliegen. Komplementationsstudien mit den Fusionsgenen von 
H. pylori und H. salinarum ergaben, dass die Proteine neben Dihydropteroat-Synthase-
Aktivität auch eine Reduktase-Aktivität aufweisen, wobei letztere durch das Linker-
Polypeptid katalysiert wird und daher als „Putative Reducing Domain“ (PRD) bezeichnet 
wird. Aufgrund dieser Befunde wird angenommen, dass „PRD-FolP“ die Bildung von 
Tetrahydropteroat katalysiert. In Halobacteria konnte zusätzlich gezeigt werden, dass 
FolC-PRD-FolP Tetrahydropteroat unter Zugabe von Glutamat zu H4F umsetzen kann (Levin, 
I., Giladi, M., Altman-Price, N., Ortenberg, R., & Mevarech, M. (2004). An alternative 
pathway for reduced folate biosynthesis in bacteria and halophilic archaea. Mol Microbiol, im 
Druck). 
In M. barkeri ist die „Putative Reducing Domain“ C-terminal an FolP1 (siehe Abb. 4) 
fusioniert. Erste Untersuchungen ergaben, dass folP1 aus M. barkeri in der Lage ist, eine folP-
Deletionsmutante von E. coli zu komplementieren. Ob eine folA-Deletionsmutante von E. coli 
durch prd-folP1 aus M. barkeri komplementiert werden kann, wird zur Zeit untersucht (Prof. 
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VII  Anhang 
 
 
Ergebnisse, die in dieser Dissertation nicht aufgegriffen wurden, sind in folgender Publikation 
veröffentlicht worden: 
 
Angelaccio, S., Chiaraluce, R., Consalvi, V., Buchenau, B., Giangiacomo, L., Bossa, F., 
Contestabile, R. (2003). Catalytic and thermodynamic properties of 
tetrahydromethanopterin-dependent serine hydroxymethyltransferase from Methanococcus 
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